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Epigenetic regulation of gene expression is achieved through different mechanisms such 
as DNA methylation and histone modifications. Zinc finger proteins, among the most 
abundant proteins in eukaryotes, play a pivotal role in setting these epigenetic marks. In 
this study, we investigated the roles of the zinc finger proteins DNMT1, UHRF1 and TET3 
in epigenetic gene regulation. 
DNA methylation has long been regarded as a stable mark mediating gene repression, 
but the discovery of TET enzymes that oxidize methylcytosine has kindled the idea that 
DNA modifications are more diverse. To date, little is known about how TET proteins are 
targeted to specific genomic loci. In this work, we identified and characterized an 
alternative mouse TET3 isoform (TET3CXXC) harboring a CXXC type zinc finger domain 
and also found associations between TET enzymes and the zinc finger protein CXXC4. 
Relative transcript levels suggest that distinct ratios of TET3CXXC and the TET3-CXXC4 
complex may be present in different adult tissues. We propose that variable associations 
with CXXC modules may contribute to context specific functions of TET proteins. 
DNMT1 is a DNA methyltransferase which harbors a CXXC type zinc finger and is 
responsible for maintaining DNA methylation patterns after DNA replication. Its interaction 
partner UHRF1 is essential for the propagation of DNA methylation by recruiting DNMT1 
to the hemimethylated DNA substrate. However, the targeting mechanism of DNMT1 by 
UHRF1 is still not fully understood. In this study, we describe that UHRF1 ubiquitinates 
histone H3 depending on the PHD and RING zinc finger motifs, which provides a docking 
site for DNMT1 binding and thereby maintains DNA methylation. Therefore, DNMT1 not 
only copies existing DNA methylation patterns but rather integrates multiple signals from 
different epigenetic pathways. 
To gain further insights into the cellular targets of the E3 ligase UHRF1, we developed a 
ubiquitination substrate assay and identified UHRF1-dependent targets related to different 
regulatory pathways. We show that UHRF1 ubiquitinates the heterochromatin protein 
CBX1 for proteasomal degradation, a process which is counteracted by USP7-mediated 
deubiquitination. This dynamic modification of CBX1 likely contributes to heterochromatin 
formation, thus providing a novel mechanism for epigenetic regulation. 
In summary, zinc finger proteins fundamentally contribute to multiple layers of epigenetic 










All  cells  of  a  multicellular  organism  are  genetically  homogeneous,  but  they  show 
structural  and  functional  heterogeneity  due  to  the  differential  expression  of  genes 
(Jaenisch  and  Bird  2003).  Gene  expression  patterns  are  set  and  maintained  over 




and “genetics”  in 1940s (Waddington 1942, 2012).  In the original sense of  its definition, 
epigenetics  referred  to  “the  branch  of  biology  which  studies  the  causal  interactions 
between genes and their products, which brings the phenotype into being” (Waddington 
1968). Over the years, with the observation of numerous biological phenomena related to 
epigenetics  and  the  rapid  growth  of  genetics  research,  epigenetics  has  evolved  to  a 
defined  field  of  study.  Nowadays,  epigenetics  is  generally  accepted  as  the  study  of 
changes  in  gene  expression  or  cellular  phenotype which  occur without  changes  in  the 
underlying DNA  sequence  (Goldberg, Allis et al. 2007). Notably, epigenetics contributes 
both  the heritable changes  in gene activity and also stable,  long‐term alterations  in  the 
transcriptional potential of a cell that are not necessarily heritable (Dupont, Armant et al. 
2009).  















methylation  level differs strongly between species,  for example, cytosine methylation  is 
about  34%  in  Arabidopsis,  2.3%  in  Escherichia  coli  (E.  coli),  0.03%  in  Drosophila,  and 
virtually none  (< 0.0002%) in yeast species (Cokus, Feng et al. 2008, Capuano, Mulleder et 
al. 2014). DNA methylation  levels of mammals are  intermediate.  In mammalian somatic 
cells,  5mC  accounts  for  about  4%  of  cytosines  and  approximately  70%‐80%  of  CpG 
dinucleotides  throughout  the genome are methylated  (Ehrlich, Gama‐Sosa et al. 1982). 
While cytosine methylation occurs almost exclusively at symmetric CpG dinucleotides  in 
somatic  tissues, non‐CpG methylation  is quite prevalent  in embryonic  stem  cells  (ESCs) 
accounting  for  15%‐20%  of  total  cytosine methylation  but  its  function  is  still  unclear 
(Ramsahoye,  Biniszkiewicz  et  al.  2000,  Bird  2002,  Lister,  Pelizzola  et  al.  2009).  The 
unmethylated CpG dinucleotides are mostly  found at gene promoters  in dense clusters 




Duckett  et  al.  1991,  Prendergast  and  Ziff  1991,  Di  Fiore,  Palena  et  al.  1999).  Many 
transcription  factors  show  reduced  binding  preference  to methylated  target  promoter 
sequences compared to unmethylated ones (Zhang and Pradhan 2014). For instance, YY1 
is  a  ubiquitously  distributed  transcription  factor  which  is  involved  in  repressing  and 






activation directly or  indirectly  via  further  recruitment of  repressive protein  complexes  
(Boyes and Bird 1991, Jones, Veenstra et al. 1998, Nan, Ng et al. 1998, Newell‐Price, Clark 









The biological  functions of DNA methylation are  fundamentally different  in prokaryotes 
and  eukaryotes.  In  bacteria,  DNA  methylation  is  closely  involved  in  restriction 
modification  system  and  acts  as  primitive  immune  system,  allowing  hosts  to  protect 
themselves  from  infection by  foreign DNAs  (Colot and Rossignol 1999, Bird 2002, Chen 
and Li 2004). Unlike bacteria, high DNA methylation in plants leads to the transcriptional 
silencing  of  transposable  elements  and  other  repetitive  DNA  sequences  to  maintain 
genome stability (Zhang, Yazaki et al. 2006, He, Chen et al. 2011). 
In mammals, DNA methylation  is  a  relative  stable  epigenetic mark  and  is  critical  for  a 
variety  of  biological  processes  including  early  embryogenesis  (Li,  Bestor  et  al.  1992, 
Watanabe,  Suetake  et  al.  2002, Haaf  2006),  cell  differentiation  (Latham, Gilbert  et  al. 
2008), gene and transposon silencing (Chen, Pettersson et al. 1998), genomic  imprinting 
(Reik  and  Walter  2001,  Ideraabdullah,  Vigneau  et  al.  2008),  and  X  chromosome 
inactivation (Heard and Disteche 2006, Senner and Brockdorff 2009). Furthermore, DNA 
methylation  is  also  involved  in  regulating  neuronal  development  and  tumorigenesis 
(Feinberg, Ohlsson et al. 2006, Dulac 2010).  
1.1.2 Histone modifications 
Besides  DNA  methylation,  histones  modifications  have  also  been  implicated  in  the 
epigenetic  gene  regulation.  In  eukaryotic  cells,  there  are  two  forms  of  chromatin  that 
reflect  the  level of  transcription activity of  the  cell: euchromatin and heterochromatin. 
Euchromatin  is  open  chromatin with  less  density  so  that  the DNA  is  accessible  to  the 
transcription machinery and can be actively transcribed. Conversely, heterochromatin  is 
packaged  into  a  highly  condensed  form  which  is  not  accessible  to  gene  regulatory 
molecules  and  thus  is  silenced.  The  basic  unit  of  chromatin  are  nucleosomes,  each 









core  and  a  unstructured  tail  domain  (Biswas,  Voltz  et  al.  2011).  Histone  tails  are  the 
common  sites  of  posttranslational  modifications  (PTMs),  including  methylation  and 
acetylation  of  lysines  and  arginines,  phosphorylation  of  serines  and  threonines, 
ubiquitinylation and SUMOylation of lysines.  
In  comparison  to DNA methylation, posttranslational modifications on histone  tails  are 
highly  dynamic,  which  play  a  key  role  in  the  regulation  of  chromatin  accessibility  in 
eukaryotes  (Cosgrove,  Boeke  et  al.  2004,  Kouzarides  2007,  Biswas,  Voltz  et  al.  2011). 
Some  PTMs may  directly  influence  the mobility  and  stability  of  nucleosome,  therefore 
affect  chromatin  structure.  For  instance,  acetylation  on  lysine  residues  neutralizes  the 
positive  charge  of  histones  and  reduces  electrostatic  attraction  between  histones  and 





hypothesis  that  modifications  can  directly  alter  chromatin  structure  and  dynamics 





implicated  in  gene  silencing  (Wallrath  1998,  Jones,  Cowell  et  al.  2000).  The 
chromodomain of HP1  specifically  interacts with methylated H3 at  lysine 9  (H3K9) and 
targets  HP1  to  heterochromatic  regions,  which  leads  to  the  repression  of  gene 
transcription (Lachner, O'Carroll et al. 2001, Nakayama, Rice et al. 2001). Thus, in the best 











interact with  chromatin  to modulate  large‐scale  gene expression programs  (Vance  and 
Ponting  2014).  In  addition,  nucleosome  positioning  and  histone  variants  are  also 
emerging  as  regulators  of  epigenetic  gene  expression.  Nucleosomes  are  a  barrier  to 




functions,  ranging  from DNA  repair and centromere determination  to  the  regulation of 
gene  expression  (Wiedemann, Mildner  et  al.  2010).  In  summary,  the  cooperation  and 
interplay  between  these  different  epigenetic  layers  compose  a  strict  and  dynamic 










Figure  1.  Schematic  representation  of  fundamental  mechanisms  of  epigenetic  gene  regulation.  DNA 
methylation,  histone modifications,  nucleosome  positioning  and  histone  variants  as well  as  non‐coding 




chromatin  binding  properties  of  transcription  factors.  To  sense  the  DNA  and  histone 
modifications, a common feature of transcription regulators is the presence of epigenetic 
code binding motifs  that direct  the binding of  these  regulators  to  their  targeting  sites. 
Zinc finger motifs are the most abundant DNA binding modules in eukaryotic cells and are 
defined  as  small  protein  structures  characterized  by  the  coordination  of  zinc  ions 
contributing to  its structural stability. The first zinc binding domain was  identified  in the 
structure  studies  of  transcription  factor  IIIA  (TFIIIA)  which  is  required  for  5S  RNA 
transcription  in Xenopus oocytes  (Miller,  McLachlan  et  al.  1985).  TFIIIA  contains  nine 







and more ZFPs have been  found, which are predicted  to account  for at  least 3% of all 
genes  of  the  human  genome  (Bateman,  Birney  et  al.  2002,  Klug  2010).  Multiple 
superfamilies of ZFPs are also  identified  in different  kinds of  living organisms  including 
yeast,  Drosophila,  Xenopus, mouse  and  human.  Due  to  their  DNA  binding  properties, 
most ZFPs are transcriptional regulators involved in a broad range of functions in various 
cellular processes  including cell proliferation, differentiation and  survival.  In addition  to 
their well‐known role in mediating DNA binding, zinc fingers are also molecular scaffolds 
for the recognition of RNA and proteins.  














represents  the  largest  family of  regulatory proteins  in mammals.  It  is present  in many 
mammalian  transcription  factors and other DNA‐binding proteins, and participates  in a 
variety of cellular activities such as development, differentiation and tumor suppression. 
The C2H2 finger family is often defined by the consensus sequence C‐X2‐4‐C‐X12‐H‐X3‐H, in 
which  C  and  H  represent  the  zinc  ligands    and  the  number  of  X  shows  the  intervals 






contributed by  the C‐terminal end of  the  α‐helix  (Iuchi 2001, Krishna, Majumdar et  al. 
2003). Zinc knuckle is a unique turn with the consensus sequence CPXCG (Wang, Jones et 




repress  gene  expression  by  binding  to  the  DNA  at  enhancers  or  repressors  (Gashler, 
Swaminathan et al. 1993).  Its DNA binding domain contains  three zinc  fingers and each 
finger  recognizes  approximately  three  nucleotides  by  binding  to  the major  groove  of 
target DNA  (Fig.  2B)  (Pavletich  and Pabo  1991,  Elrod‐Erickson, Rould  et  al.  1996).  This 












strand DNA  in gray), zinc binding residues are shown  in sticks and zinc  ions are shown  in gray spheres. All 







Although  the most  famous  role  of  C2H2  zinc  finger  is  to  bind DNA,  there  are  several 
studies  suggesting  a  role  in  recognition  of  RNA  or  in  mediating  protein‐protein 
interactions (Brayer and Segal 2008). The zinc finger protein dsRBP‐ZFa was the first C2H2 
zinc  finger protein described  showing binding activity  to double  stranded RNA  (dsRNA) 
and RNA‐DNA hybrids  in a  sequence  independent manner  (Sun, Liu et al. 1996, Finerty 
and Bass 1997, Yang, May et al. 1999). Moreover, C2H2 zinc fingers also mediate protein‐
protein  interactions via  forming homo‐ or hetero‐dimers  (Iuchi 2001). For example,  the 
last  two C‐terminal  fingers of  the DNA‐binding protein  IKAROS  (IKZF1) bind each other 
and form a homo‐dimer which in turn strengthens the DNA binding (Sun, Liu et al. 1996). 
1.2.2 CXXC type zinc fingers 
A CXXC  type  zinc  finger was  first  identified  in  the  transcriptional activator CpG‐binding 
protein  (CGBP)  that  exhibits  specific  binding  preference  for  unmethylated  CpG motifs, 
which was later renamed as CXXC1 (Voo, Carlone et al. 2000). Afterwards, CXXC domains 
were  found  in  a  variety  of  proteins  with  functions  related  to  different  chromatin 
remodelers  such  as  methyl‐CpG  binding  domain  protein  1  (MBD1),  mixed  lineage 
leukemia  protein  1    (MLL1),  lysine‐specific  demethylase  2    (KDM2),  DNA 
methyltransferase 1 (DNMT1) and ten‐eleven translocation methylcytosine dioxygenase 1 
(TET1)  (Frauer, Rottach et al. 2011). However,  the  classification of CXXC domain  is  still 
uncertain.  Some  researchers  regarded  it  as  a  fully  new  type  zinc  finger; while  others 
classified CXXC  to  the  category  group  “zinc binding  loops”  (Cross, Meehan et  al. 1997, 
Fujita, Takebayashi et al. 1999, Krishna, Majumdar et al. 2003).  
CXXC  domain  is  relatively  small,  normally  no  more  than  50  amino  acids  and  is 
characterized  by  two  cysteine‐rich  clusters  and  coordinates  two  zinc  ions.  The  two 
cysteine‐rich clusters are composed of C‐X‐X‐C‐X‐X‐C‐X 4/5‐C‐G‐X‐C‐X‐X‐C and C‐X‐X‐R‐X‐C 
motifs (Fig. 3A and 3B)  (Long, Blackledge et al. 2013). Each of the three zinc  ligands are 
contributed  from  the  cysteine  cluster  located  in  the N‐terminal  short  helical  segment, 







DNA  binding  loop  segment  from  the  CXXC  domain  penetrates  into  the major  groove, 
while the region flanking the CXXC reaches around to the opposite DNA face and interacts 
with  the minor  groove    (Fig.  3C)  (Song,  Rechkoblit  et  al.  2011,  Long,  Blackledge  et  al. 
2013).  
The general structure of CXXC domains is quite similar except the linker between the two 
cysteine‐rich  clusters;  therefore, CXXC domains are  further  subdivided  into  three  types 
based  on  the  sequence  similarity  of  the  linker  (Long,  Blackledge  et  al.  2013).  The 
sequence variation between these three subtypes is listed in Figure 3A. The DNA binding 
properties  of  the  three  types  of  CXXC  domain  exhibit  divergence  due  to  the  different 
primary sequence of the  linker regions. DNMT1, MLL1, MLL2, KDM2A, KDM2B and CFP1 
are  type  I  CXXC  that mainly  recognize  unmethylated  cytosine  in  a  CpG  context  (Ohki, 
Shimotake et  al. 2001, Allen, Grummitt et  al. 2006, Cierpicki, Risner et  al. 2010,  Song, 




the  main  difference  between  the  isoforms  is  the  presence  of  two  or  three  CXXCs. 
However, CXXC1 (MBD1‐1) and CXXC2 (MBD1‐2), both of which belong to type II CXXC, do 
not  have  DNA  binding  capacity,  only  CXXC3  (MBD1‐3)  shows  DNA  binding  activity  to 












otherwise  stated):  MLL1,  NP_001074518;  MLL2,  O08550  (SwissProt);  DNMT1,  NP_034196;  CGBP, 
NP_083144;  FBXL19,  NP_766336;  KDM2A,  NP_001001984;  KDM2B,  NP_001003953; MBD1,  NP_038622; 
CXXC4, NP_001004367;  CXXC5, NP_598448; CXXC10, AGB05430  (modified  from  Frauer  et  al.  2011b  and  
Long  et  al.  2013).  (B)  Schematic  diagram  of  CXXC  finger  domain.  Eight  cysteines  are  distributed  in  two 
clusters  (cysteine  1‐6  and  7‐8) which  coordinate  two  zinc  ions.  KFGG  and  KQ  or  RQ  linker  regions  are 
highlighted  in  yellow  and  green  (modified  from  Long  et  al.  2013).  (C)  Crystal  structure  of DNMT1  CXXC 




the  planes  resembles  the  treble  clef  sigh  (Grishin  2001).  As  one  of  the most  versatile 









zinc  binding  ligand,  contributed  by  the  C‐terminal  subsite  (Grishin  2001,  Krishna, 
Majumdar et al. 2003). The  two halves of  zinc binding  sites exhibit distinct patterns of 
sequence  conservation. N‐terminal  zinc binding  subsite  is  characterized by  the  classical 






another feature of treble clef fingers  is  its ability to accommodate a variety of metal  ion 
sites mainly placed between the β‐hairpin and α‐helix (Grishin 2001). Since the treble clef 
finger is very short, additional secondary structure elements are easily incorporated into 
treble  clef domains, which  further  increased  its  variability. Thus,  treble  clef  fingers  are 
regarded as one of the most functionally diverse zinc binding motifs and has been divided 
into  ten  subgroups  (Murzin,  Brenner  et  al.  1995,  Lo  Conte,  Ailey  et  al.  2000,  Krishna, 
Majumdar et al. 2003). Really Interesting New Gene (RING) type fingers and Plant Homeo 




the  consensus  sequence  C‐X2‐C‐X9‐39‐C‐X1‐3‐H‐X2‐3‐C‐X2‐C‐X4‐48  ‐C‐X2‐C  which  is  shown  in 
Figure  4A  (Borden  and  Freemont  1996).  In  comparison with  C2H2  fingers,  RING  type 
fingers are featured by the presence of the second zinc binding site and the third β‐strand 









their  targets  for degradation by  their E3 ubiquitin  ligase activity. For example,  the P53‐
induced protein with a RING‐H2 domain (PIRH2) was found to regulate the turnover and 






















associated  protein  1  (KAP1)  is  known  as  heterochromatin  spreading  regulator  via  its 
ability to influence epigenetic patterns and chromatin compaction. The RING finger within 







The  first  PHD  finger  domain  was  discovered  as  a  novel  DNA  binding  motif  in  the 
homeodomain protein HAT3 in Arabidopsis thaliana (Schindler, Beckmann et al. 1993). It 
spans  approximately  50‐80  amino  acids  and  consists  of  two  strands  of  antiparallel  β 
sheets and a C‐terminal α‐helix, which coordinates two zinc ions (Kwan, Gell et al. 2003, Li, 
Ilin et al. 2006). Its structure is characterized as C4HC3 motif and the consensus sequence 





Although  the  PHD  finger  was  described  first  with  DNA  binding  property,  proteins 
containing PHD finger play crucial roles in epigenetic regulation as chromatin modulator, 




PHD  finger of  the bromodomain  PHD  finger  transcription  factor  (BPTF) belongs  to  this 
class and its aromatic cage for binding trimethylated lysine 4 of histone H3 (H3K4me3) is 






Another  group of PHD  fingers  reads unmodified H3K4  (H3K4me0) by  a  combination of 
acidic and hydrophobic residues (Sanchez and Zhou 2011). These fingers are contained in 
many  epigenetic  modifiers  such  as  autoimmune  regulator  (AIRE),  tripartite  motif‐
containing protein  24    (TRIM24),  and DNA methyltransferase  3‐like protein    (DNMT3L) 
(Ooi, Qiu et al. 2007, Org, Chignola et al. 2008, Chakravarty, Zeng et al. 2009, Chignola, 
Gaetani et al. 2009, Tsai, Wang et al. 2010). Recently, several more PHD  finger subsets 
were  identified as  readers of different modifications of histone  tails. The PHD  finger of 
ubiquitin‐like PHD  and RING  finger domain‐containing protein 1  (UHRF1) was  found  to 
recognize  histone H3  unmodified  arginine  2  (H3R2), which was  required  by UHRF1  to 
repress  its  direct  target  gene  expression  (Rajakumara,  Wang  et  al.  2011),  while  the 
second  PHD  finger  of  chromodomain‐helicase‐DNA‐binding  protein  4  (CHD4)  was 
reported  to  read  methylated  H3K9  (Musselman,  Mansfield  et  al.  2009,  Mansfield, 
Musselman et  al. 2011).  These different binding properties make PHD  fingers  versatile 





Figure  5.  Structure  of  PHD  fingers  and  the  recognition  sites  with  H3K4me3  containing  peptide.  (A) 




binding  pocket  in  BPTF  PHD  finger  recognizing  H3K4me3.  The  binding  pocket  is  composed  of  one 







In  human  cells,  the  functional  definition  of  genome  goes  far  beyond  its  linear  DNA 
sequence  of  6  billion  base  pairs  largely  because  of  the  well‐controlled  epigenetic 
regulation  (Jakovcevski  and Akbarian  2012). Deeply  involved  in  the  regulation  of  gene 
expression, many ZFPs are found to be epigenetic writers, readers and erasers (Fig. 6). For 




activate  or  repress  gene  expression.  Among  these  epigenetic  regulators,  some  carry 
distinct types of zinc finger domains and play multiple functions  in epigenetic regulation 




2013).  While  the  epigenetic  modifications  are  highly  dynamic,  DNA  methylation  was 
believed to be the most stable epigenetic mark  in the past decades. However, the CXXC 
type zinc finger protein TET1, recently emerged as a novel factor dynamically regulating 
DNA  methylation.  Thus,  ZFPs  fundamentally  contribute  to  each  layer  and  step  of 
epigenetic  regulation,  and  function  as  essential  factors  in  the  whole  epigenetic 
information stream. 
1.3.1 Writers of DNA modifications 
DNA methylation  is  the most  prevalent  and  extensively  studied  DNA modification  in 
mammalian  genomes.  Three DNA methyltransferases, DNMT1, DNMT3A  and DNMT3B, 
are responsible  for  the establishment and maintenance of DNA methylation patterns  in 














aspartic  acid methyltransferase 1  (TRDMT1)  (Goll, Kirpekar et  al. 2006, He, Chen et  al. 
2011).  
DNMT1  is  the  principal  DNA  methyltransferase  in  mammals  and  is  responsible  for 
maintenance  of methylation  patterns  after DNA  replication  (Reik, Dean  et  al.  2001,  Li 




and  two bromo‐adjacent homology domains  (BAH1/BAH2). NTR  is  connected  to  the C‐
terminal  catalytic  domain  by  seven  glycine‐lysine  repeats  (KG)7  (Goll  and  Bestor  2005, 
Spada, Rothbauer et al. 2006, Rottach, Frauer et al. 2010, Qin, Leonhardt et al. 2011, Qin, 
Leonhardt et al. 2011). The PBD domain mediates the interaction of DNMT1 with PCNA at 
replication  sites  leading  to  the  association  of  DNMT1  with  the  replication machinery 






Takeshita,  Suetake  et  al.  2011).  The  CXXC  domain  was  found  to  specifically  bind  to 
unmethylated  CpG  dinucleotides  and  keep  unmethylated  duplex  CpG  containing  DNA 






et  al.  2011).  The  enzymatic  activity  of  the  C‐terminal  catalytic  domain  is  under  strict 
control of  the N‐terminal  regulatory domain, which ensures  that DNMT1 preferentially 
methylates hemimethylated DNA. 
The activity of DNMT1 is not only regulated by its own N‐terminal regulatory domain, but 
also  regulated  by  a  variety  of  interacting  partners  ranging  from  histone 
methyltransferases  and  deacetylases,  and  from  DNA  binding  proteins  to  chromatin 
remodelers.  PCNA  was  the  first  interacting  partner  that  was  shown  to  interact  with 




showed  rather  low  catalytic  activity  (Jackson  and  Pombo  1998,  Pradhan, Bacolla  et  al. 
1999).  Furthermore,  a  truncated  DNMT1  protein  lacking  the  PBD  domain  displayed 
reduced  postreplicative  DNA  methylation  maintenance  activity  in  vivo  (Schermelleh, 
Haemmer  et  al.  2007,  Spada,  Haemmer  et  al.  2007).  These  data  indicate  that  the 
association  with  PCNA  might  be  able  to  enhance  the  DNA  methylation  efficiency  of 
DNMT1  in vivo. Besides PCNA, UHRF1 has recently emerged as an essential co‐factor of 
DNMT1 for DNA methylation maintenance. Its genetic ablation  in ESCs  leads to genomic 
hypomethylation  similar  to  dnmt1‐/‐  ESCs  (Bostick,  Kim  et  al.  2007,  Sharif, Muto  et  al. 
2007).  The  mechanism  how  UHRF1  regulates  the  enzymatic  activity  of  DNMT1  still 
remains  to be elucidated, which  is also a  subject of  this work and will be discussed  in 
detail in later chapters. Furthermore, DNMT1 has also been reported to interact with HP1 
protein,  histone  deacetylases  HDAC1/2,  histone  lysine  methyltransferases  G9A  and 
SUV39H1 (Fuks, Burgers et al. 2000, Robertson, Ait‐Si‐Ali et al. 2000, Rountree, Bachman 
et al. 2000, Tachibana, Sugimoto et al. 2002, Peters, Kubicek et al. 2003, Kim, Esteve et al. 
2009,  Qin,  Leonhardt  et  al.  2011).  In  addition  to  interacting  partners,  the  activity  of 
DNMT1  is  also  regulated  by  posttranslational  modifications  such  as  phosphorylation, 
methylation, acetylation and ubiquitination. Phosphorylation of DNMT1 at serine 515 was 


















DNA  modification  readers  are  also  called  effector  proteins  which  recognize  different 




CpG binding  zinc  fingers and SRA domain  containing proteins  (Fig. 6)  (Parry and Clarke 
2011). 
1.3.2.1 MBD containing proteins  






amino  acids  in  length,  and  in most  cases, MBD  confers  the  ability  to  bind methylated 
CpGs (Nan, Meehan et al. 1993). Currently there are 11 members of this group containing 
the MBD, but  they do  not  all directly  interact with methylated DNA  (Parry  and Clarke 
2011). According to the presence of other domains, this family can be further divided into 
three  groups: histone methyltransferases  (HMT‐MBD), histone  acetyltransferases  (HAT‐
MBD) and MECP2‐MBD proteins.  
SETDB1 and SETDB2 are  two members of HMT‐MBD group, both carrying MBD domain 
and SET domain. Compared  to  their  functions as  specific histone methyltransferase  for 
H3K9,  the DNA  binding  affinity  of HT‐MBD  group  is  still  unclear.  The HAT‐MBD  group 
comprising  of  two  proteins,  BAZ2A  and  BAZ2B,  differ  at  specific  residues  in  the MBD 
domain  from other members  and  cannot  recognize methylated DNA  (Parry  and Clarke 




and  has  at  least  seven members  including MECP2  and MBD1‐6. MECP2  preferentially 
binds to methylated CpG sites by its MBD and recruits corepressor complexes, such as the 
SIN3A complex and the nuclear receptor corepressor (N‐CoR) to silence gene expression 
(Lewis, Meehan  et  al.  1992, Nan, Meehan  et  al.  1993). As  the  largest member  of  this 
family, MBD1 has more than ten  isoforms and confers different DNA binding preference 
according to the presence of the additional unmethylated DNA binding motif CXXC3. The 
biological  significance  of  the  dual  DNA  binding  affinity  of MBD1  is  still  unknown,  but 
according to the research regarding the role of MBD1 in gene transcription repression, an 
intact MBD domain, rather than CXXC3 is indispensable for targeting MBD1 to pericentric 
heterochromatin and  repressing gene expression, while CXXC3  is  required  for  targeting 
MBD1  to unmethylated CpG‐rich  regions and acts as a  repressor of unmethylated CpG 
island promoters (Jorgensen, Ben‐Porath et al. 2004). Similar to MBD1, other members of 







Le Guezennec, Vermeulen et  al. 2006, Parry  and Clarke 2011). Notably,  the C‐terminal 
catalytic domain of MBD4  is homologous  to bacterial DNA damage‐specific glycosylases 
that  mediate  repair  of  hypermutable  CpG  by  removing  thymine  or  uracil  from 
mismatched  CpG  sites  (Hendrich,  Hardeland  et  al.  1999).  MECP2  additionally  shows 
binding  affinity  to  5  hydroxymethylcytosine  (5hmC)  enriched  within  active  genes  and 









to  unmethylated  DNA  with  the  consensus  sequence  5'‐CTGCNA‐3',  named  as  KAISO 
binding  sequence  (KBS),  but  it  is  still  unclear  whether  KBS  binding  and  methyl‐CpG 
binding are related or separate activities of KAISO (Daniel, Spring et al. 2002). The specific 














There  are  two members  in  this  family, UHRF1  and  ubiquitin‐like  PHD  and  RING  finger 
domain‐containing  protein  2  (UHRF2);  both  proteins  contain  five  distinctic  functional 
domains  (Fig. 7): a ubiquitin‐like domain  (Ubl), a  tandem  tudor domain  (TTD), a PHD, a 
SET and RING associated (SRA) domain and a RING domain.  
UHRF1  acts  as  a DNMT1‐interacting partner which  is essential  for  targeting DNMT1  to 
replication foci and maintains DNA methylation patterns during DNA replication (Bostick, 
Kim et al. 2007,  Sharif, Muto et al. 2007). Generally, Ubl domains  involve  in ubiquitin‐
mediated  intra‐cellular  proteolysis  (Mori,  Ikeda  et  al.  2012),  however,  it  has  not  been 
structurally clarified how the Ubl domain  in UHRF1 functions. The TTD domain has been 
shown to specifically bind H3K9me2/3 and is involved in associating UHRF1 to pericentric 
heterochromatin  (Nady,  Lemak  et  al.  2011,  Xie,  Jakoncic  et  al.  2012).    The  binding 
properties of  the PHD  to histone H3  tail  remain unclear. Several  studies demonstrated 
that PHD finger specifically recognizes unmodified histone H3 arginine 2 (H3R2) and the 





CpG  site  via  a base  flipping mechanism  and  targets DNMT1  to DNA  substrates  (Sharif, 
Muto et al. 2007, Arita, Ariyoshi et al. 2008, Avvakumov, Walker et al. 2008, Delagoutte, 
Lallous et al. 2008, Hashimoto, Horton et al. 2008, Qian, Li et al. 2008). This SRA domain 
mediated  DNA  binding  is  required  for  recruiting  DNMT1  to  its  hemimethylated  DNA 
substrates.  In  addition,  UHRF1  contains  a  RING  domain  possessing  E3  ubiquitin  ligase 
activity  and  was  shown  to  ubiquitinate  DNMT1  and  regulate  its  stability  with  other 
deubiquitinases  (Du,  Song  et  al.  2010,  Felle,  Joppien  et  al.  2011, Qin,  Leonhardt  et  al. 
2011). UHRF1  does  also  target  histones  for  ubiquitination  in  vitro  and  in  vivo, with  a 







PHD  and  RING  domain work  in  concert  and  contribute  differently  to  the  targeting  of 




domains  induces  the  preference  for  hemimethylated  DNA  and  enhances  its  binding 
activity  to methylated  histone  tail  (Pichler, Wolf  et  al.  2011).  However,  the  increased 
binding  affinity  for  chromatin  is  unable  to  recruit  DNMT1  to  DNA  replication  foci  for 
supporting  maintenance  DNA  methylation  (Pichler  et  al.  2011;  Zhang  et  al.  2011), 
suggesting different functions for UHRF2 and UHRF1. In searching of potential functions in 
epigenetic  regulation,  UHRF2  was  identified  as  a  specific  reader  of  5hmC  with  a 
quantitative mass  spectrometric  assay  in  neuronal  progenitors  (Spruijt, Gnerlich  et  al. 
2013).  In  vitro  DNA  binding  assay  and  X‐ray  crystallography  analysis  of  UHRF2‐SRA  in 
complex  with  5hmC  containing  DNA  further  demonstrated  that  SRA  specifically 
recognizes  5hmC, which  shed new  light on  the biological  functions  of UHRF2  in  active 
DNA demethylation pathway (Zhou, Xiong et al. 2014). 
Similar to UHRF1, UHRF2 also possesses ubiquitin ligase activity and ubiquitinates cyclins 
D1  and  E1  inducing  G1  arrest  when  overexpression  (Mori,  Ikeda  et  al.  2011).  The 
ubiquitination of nuclear polyglutamine aggregates by UHRF2 is able to rescue cells from 
polyglutamine  induced cytotoxicity (Iwata, Nagashima et al. 2009). UHRF2 also acts as a 
small ubiquitin  like modifier  (SUMO) E3  ligase  independent of  its RING domain. UHRF2 
effectively enhances zinc finger protein 131 (ZNF131) SUMOylation but does not enhance 
















primordial  germ  cells  (PGCs)  suggest  that  DNA methylation  is  a  stable  but  reversible 
epigenetic mark  (Mayer, Niveleau et al. 2000, Oswald, Engemann et al. 2000, Hajkova, 




cytosine,  including  thymine‐DNA  glycosylase  (TDG),  activation  induced  cytidine 
deaminase  (AID)  and  apolipoprotein  B  mRNA  editing  enzyme  catalytic  polypepetide 
(APOBEC)  mediated  base  excision  repair  (BER).  Consistently,  the  oxidation  products, 
5hmC, 5 formylcytosine (5fC) and 5 carboxycytosine (5caC), converted from 5mC by TET 
family  proteins  were  reported  and  regarded  as  intermediates  in  DNA  demethylation 
pathways. Therefore, DNA demethylation  is mainly achieved  through a cyclic enzymatic 
cascade  consisting of methylation of  cytosine,  iterative oxidation of 5mC  to 5hmC, 5fC 
and  5caC  by  TETs  and  final  replacement  by  unmodified  cytosine  via  either  replication 
dependent dilution or DNA glycosylase initiated BER (Fig. 8) (Wu and Zhang 2014). 
TET  family  proteins  were  first  discovered  by  systematic  bioinformatic  analysis  of 
thymidine hydroxylase base J‐binding protein 1 (JBP1) in Trypanosoma brucei (Yu, Genest 
et al. 2007, Cliffe, Kieft et al. 2009, Tahiliani, Koh et al. 2009). TET1 was initially found as a 
fusion  partner  of  histone  H3K4 methyltransferase MLL1  in  certain  acute myeloid  and 







proteins  possess  enzymatic  activity  capable  of  hydrolyzing  5mC  to  5hmC  and  further 
progressively oxidizing to 5fC and   5caC, and the enzymatic activity  is carried out by the 
conserved C‐terminal catalytic domain consisting of a cysteine‐rich domain and a double‐
stranded  β‐helix  (DSBH)  domain  which  is  a  typical  Fe2+  and  2‐oxoglutarate  (2OG)‐
dependent oxygenase domain.  In addition  to  their  catalytic domains, a  type  III CXXC  is 
identified at the TET1 N‐terminus but not  in TET2 or TET3.  It has been shown that TET1 
CXXC domain binds to CpG sequences regardless of the modification states (Zhang, Zhang 
et  al.  2010,  Xu, Wu  et  al.  2011).  Thus,  the  TET1  CXXC  and  their  potential  interacting 




Figure  8.    Overview  of  mechanisms  of  TET‐mediated  DNA  demethylation.  Cytosine  is methylated  by 
DNMTs to 5mC and sequentially oxidized by TETs to 5hmC, 5fC and 5caC.  5fC and 5caC can be excised by 
TDG  and  replaced  by  cytosine  via  BER.  This  pathway  has  been  supported  by  multiple  studies  and  is 






















In  addition  to  the  passive  DNA  demethylation  mechanism,  several  replication 
independent active demethylation mechanisms have been proposed. These mechanisms 
include dehydroxymethylation by DNMT enzymes (Liutkeviciute, Lukinavicius et al. 2009, 
Chen, Wang  et  al.  2012),  enzymatic  decarboxylation  of  5caC  (Schiesser, Hackner  et  al. 
2012) and DNA glycosylase mediated excision of different oxidized 5mC bases (Guo, Su et 
al.  2011,  He,  Li  et  al.  2011,  Maiti  and  Drohat  2011).  Among  these  proposed  active 
demethylation pathways, TDG‐mediated excision of 5fC/5caC has received experimental 
support  (He,  Li  et  al.  2011, Maiti  and  Drohat  2011,  Zhang,  Lu  et  al.  2012).  TDG  is  a 
member of  the uracil DNA  glycosylase  (UDG)  superfamily  and  is  known  to  remove  the 
pyrimidine  base  from  T:G  or U:G mismatches  to  initiate  BER  (Stivers  and  Jiang  2003). 
Especially  after  the  discovery  of  additional  oxidized  cytosine  derivatives, many  studies 
have been carried out  to  revisit  the  role of TDG  in DNA demethylation  (Wu and Zhang 
2014). In fact, TDG exhibits robust in vitro excision activity to 5fC:G and 5caC:G mismatch 
in duplex DNA (He, Li et al. 2011, Maiti and Drohat 2011). Structural analysis of TDG with 
5caC  complex  further  demonstrated  that  TDG  has  a  high  binding  affinity  to  5caC:G 




















In  comparison  to  DNA methylation,  histone modifications  are more  diverse  and  have 
more  profound  effects  on  chromatin  structure. Distinct modifiers  binding  to  targeting 
sites on histone  tails  establish or  erase distinct posttranslational modifications  such  as 





writers working  in  such way.  For  example,  polycomb  group  protein  (PcG)  RING2  is  a 
member  of  human  PRC1‐like  complex,  which  is  necessary  for  maintaining  the 
transcriptionally  repressive  state  of  its  target  genes  throughout  development.  RING2 
contains  an N‐terminal RING  domain  that mediates  the monoubiquitination  of  histone 





complex  and  promotes  H3K27  trimethylation  on  H2Aub  nucleosomes,  which  forms  a 
positive  feedback  loop  establishing  H3K27me3  chromatin  regions  (Kalb,  Latwiel  et  al. 
2014).  
Besides,  some  ZFPs  contain  several  types  of  zinc  finger modules,  and  this multivalent 
recognition has emerged as a prevalent way for recognizing distinct chromatin states. As 
mentioned before, PHD type  fingers are commonly  found  to read histone modifications 
especially methylation and acetylation at lysine residues (Li, Ilin et al. 2006, Shi, Hong et al. 
2006, Taverna,  Ilin et al. 2006, Wysocka, Swigut et al. 2006, Matthews, Kuo et al. 2007, 
Nakamura, Umehara  et  al.  2007,  Lange,  Kaynak  et  al.  2008,  Zeng,  Zhang  et  al.  2010). 
While  the  primary  role  of  CXXC  type  zinc  fingers  is  to  recongnize  specific  DNA 
modification. These two types of zinc fingers could work together to read the composite 
marks  at  specific  genomic  loci.  For  example,  KDM2A  responsible  for  histone  H3K36 
demethylation  contains  both  PHD  and  CXXC  fingers  that  are  required  for  chromatin 
association.  In comparison  to PHD  fingers,  the CXXC domain shows strong evidence  for 
















amino acid  from a zinc  finger motif to an  individual DNA base, especially  for C2H2 type 
zinc fingers three amino acids at the α‐helix bind three successive bases on one stand of 
DNA  (Miller, McLachlan  et  al.  1985,  Pavletich  and  Pabo  1991, Wolfe, Nekludova  et  al. 
2000,  Klug  2010).  Furthermore,  fingers  recognize  their  target  as  independent module, 
different fingers could be fused together to specifically recognize  longer DNA sequences 
(Klug  2010).  Therefore,  zinc  finger motifs  are  ideal natural  tools  for de novo design of 
proteins recognizing any given DNA sequences (Klug 2010).  
1.4.1 Genome modification with engineered zinc finger nucleases 
Genome editing  is commonly used  to  insert,  replace, mutate or  remove a gene  from a 
genome  in  order  to  understand  the  function  of  corresponding  gene  product  in 
development  and  disease.  This  technology  facilitates  the  genetic modifications  by  the 
creation of a double‐strand break (DSB) in the DNA sequence of interest and followed by 
the  generation  of  desired modifications  during  subsequent  DNA  break  repair  (Urnov, 
Rebar  et  al.  2010).  DSB  induced  in  genome  editing  is  frequently  generated  by  using 
endonuclease.  An  appropriate  endonuclease  possesses  two  basic  qualities:  specific 
recognition of target DNA and cleavage activity at the targeted loci. To achieve this goal, 
zinc finger nucleases (ZFNs) are designed and generated by fusing assembled zinc finger 
DNA  binding motifs  to  a  nuclease  domain  (Kim,  Cha  et  al.  1996,  Bibikova  2001).  The 










development of FokI variants which only cleave as a heterodimer  further  improved  the 
specificity  of  targeted  editing  (Miller  2007,  Szczepek  2007). With  these  improvements, 
ZFNs‐mediated gene editing has been applied in various organisms and used to introduce 
different modifications  into endogenous  loci: gene disruption, gene correction and gene 
addition  (Fig.  9). While  ZFNs  have  been widely  used  in  genome modification,  a major 
limitation of this approach is that they prefer GNN triplets in comparison of AT‐rich target 
sequences  (Bibikova, Golic  et  al.  2002,  Lloyd,  Plaisier  et  al.  2005, Morton, Davis  et  al. 
2006).  Interestingly,  a  second  designed  nuclease  based  on  transcription  activator‐like 
effectors  (TALEs)  was  reported  in  the  past  several  years  (Boch,  Scholze  et  al.  2009, 
Moscou  and  Bogdanove  2009).  The  combination  of  ZFNs  with  TALE‐based  nucleases 












These pathways  can be used  for defined genome editing  including gene disruption, gene  correction and 
gene addition (modified from Urnov et al. 2010 and Sangamo BioSciences). 
1.4.2 Manipulating gene expression with engineered zinc finger transcription factors 
Engineered  zinc  finger  transcription  factors  (ZFP‐TFs) are designed  transcription  factors 
that imitate natural gene regulators. By attaching gene activation or repression domain to 
the  engineered  ZFP,  one  can  generate  ZFP‐TFs  that  are  capable  of manipulating  gene 
expression.  This  novel  technology  has  found  increasing  applications  in  research  and 
medicine.  
In 1994,  a  three‐finger peptide was  created  to  recognize  a unique nine base pair DNA 
region  of  transforming  oncogene  p190  bcr‐abl  cDNA  and  caused  the  repression  of 
oncogenic expression. This application  led  to  future  studies of potential applications  in 
gene regulation for research purpose and therapeutic correction (Choo, Sanchez‐Garcia et 
al. 1994). From  then on,  researchers have been working on  regulating gene expression 
with  different  combinations  of  regulatory  domains  and  ZFPs.  Kruppel‐associated  box 
(KRAB)  is one of  the most powerful  transcriptional  repression domain and  is commonly 
























applied ZFP‐TF  to activate  the expression of VEGF‐A  in a mouse model which evoked a 
potentially  therapeutic  biophysiologic  effect  (Rebar,  Huang  et  al.  2002).  Recently, 
engineered  ZFN‐TFs  have  been  designed  to  activate  endogenous  gene  expression.  The 
Kreader group fused p65, a strong activating subunit of nuclear factor kappa B complex, 






While assembled ZFPs are powerful  tool  in manipulating gene expression,  combining  it 
with  certain  inducible  system,  including  organic  molecules  or  blue  light  dependent 
systems  (Beerli, Schopfer et al. 2000, Blackledge, Zhou et al. 2010),  can make  this  tool 










KRAB  domain  leads  to  gene  transcription  repression.  The  KRAB  domain  interacts  with  and  recruits 
heterochromatin co‐regulators  such as heterochromatin associates and chromatin  remodeling complexes 







1996, Novembre, Galvani et  al. 2005).  The  researchers engineered  ZFNs  to disrupt  the 
Ccr5  in human CD34+  hematopoietic  stem/progenitor  cells  (HSPCs)  and produced both 
mono‐ and bi‐allelically disrupted cells at a mean  frequency of 17% of  total alleles  in a 
population. Mice transplanted with Ccr5‐/‐ HSPCs had significantly  lower HIV‐1  level and 
preserved the transplanted human cells throughout their tissues. This study showed that 






2010).  Successful  application  of  assembled  ZFPs  was  also  shown  in  the  treatment  of 
glioblastoma multiforme (GBM), a progressive and usually fatal brain tumor. In addition, 
the  Sangamo  company  is  also  working  on  ZFP  therapeutics  in  neuroregenerative 
programs in spinal cord injury, traumatic brain injury and stroke.  
With  the  powerful  function  in  controlling  gene  expression,  certain  ZFP‐TFs  are  under 
evaluation  for  the  therapeutic  treatment  for  some  human  diseases.  In  2008,  Sangamo 
company initiated phase II clinical trial of treatment for amyotrophic lateral sclerosis  (ALS) 
characterized by muscle spasticity, rapidly progressive weakness due to muscle atrophy, 
and  difficulty  in  speaking,  swallowing  and  breathing.  Manipulating  the  expression  of 
vascular  endothelial  growth  factor  A  (VEGF‐A) with  engineered  ZFP‐TF  changes motor 
nerve  function and muscle composition  in both human cell  line and animal model  (Liu, 
Figley et al. 2010, Pawson, Duran‐Jimenez et al. 2010). In addition, Sangamo company  is 
also  working  on  ZFP‐TFs  therapeutics  in  Parkinson’s  disease  (PD)  which  is  a  chronic, 
progressive  neurological  disorder  with  increasing  incidence  in  the  aging  population. 
Activation of the endogenous glial cell line‐derived neurotrophic factor (GDNF) expression 
with assembled ZFP‐TF promotes the survival of dopaminergic neurons. These assembled 
ZFPs  provide  a  unique  approach  to  modify  genetic  information  and  show  their 









TET  family  enzymes  have  been  extensively  studied  since  the  initial  discovery  of  their 
enzymatic  activity  in  2009.  Plenty  of  evidence  suggests  that  TET  proteins  play  roles  in 
diverse  biological  processes,  including  epigenetic  control  of  gene  transcription,  cell 
differentiation,  embryonic  development  and  tumorgenesis,  but  how  TET  proteins  are 
targeted to specific genomic loci is still poorly defined. Interestingly, in human and mouse 




finger modules  by  characterizing  their  binding  properties  as well  as  by  analyzing  their 
regulatory roles in the function of TET proteins. 
UHRF1  is  an  important epigenetic  regulator which  is  required  for maintenance of DNA 
methylation  through  recruiting DNMT1  to DNA  replication  forks. We were  interested  in 
the mechanism of UHRF1 targeting DNMT1 to DNA substrates. In particular, we aimed to 
elucidate  the  functional  role of  the PHD and RING domains of UHRF1  in controlling  the 
maintenance  of DNA methylation.  Besides, UHRF1  is  also  suggested  to  be  involved  in 
dynamic changes of chromatin. We  tried  to analyze  the  functional  link between UHRF1 
and chromatin dynamics by  identifying and analyzing the cellular targets of  its ubiquitin 





































































































































































































































Cell lines  Description  Type  Source 
J1 wt  wild type   mESCs  (Lei, Oh et al. 1996) 
dnmt1‐/‐ J1  dnmt1 c allele homozygous 
null, J1 background  mESCs  (Lei, Oh et al. 1996) 



























RFP‐DNMT1  1118  CAG  ampicillin 
N‐terminal  RFP  tagged  full 
length  DNMT1  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐DNMT1  1626  CAG  ampicillin 








Ch‐USP7  2612  CAG  ampicillin 
N‐terminal  Cherry  tagged  full 
length  USP7  eukaryotic 
expression vector 
Ch‐USP7C224S  2613  CAG  ampicillin 
Eukaryotic  expression  vector, 
N‐terminal  Cherry  tagged 
catalytically  inactive  full  length 
USP7 
HA‐ubiquitin  1634  CMV  ampicillin  HA tagged ubiquitin eukaryotic 
expression vector 
UHRF1‐GFP  1976  CAG  ampicillin 
C‐terminal  GFP  tagged  full 
length  UHRF1  eukaryotic 
expression vector 
Ch‐UHRF1  1756  CAG  ampicillin 
N‐terminal  Cherry  tagged  full 
length  UHRF1  eukaryotic 
expression vector 
LacI‐GBP  1398  CMV  kanamycin 
Bacterial  Lac  repressor  (LacI) 
fused  to  GFP  binding  protein 
(GBP), used for F3H assay. 






CXXCTET1 ‐GFP  2641  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  CXXC 
domain  of  TET1,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐Tudor  1936  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  Tudor 
domain  of  UHRF1,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐PHD  1937  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  PHD 
domain  of  UHRF1,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐SRA  1938  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  SRA 
domain  of  UHRF1,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐CBX1  2143  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  full 
length  CBX1,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐CBX3  3029  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  full 
length  CBX3,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐CBX5  3215  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  full 
length  CBX5,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐Ubl  3061  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  Ubl 
domain  of  UHRF1,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐RING  3063  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  RING 
domain  of  UHRF1,  eukaryotic 
expression vector 
GPF‐CBX1 delc  3025  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  CBX1 
with  deletion  of  C‐terminal  6 
amino  acids,  eukaryotic 
expression vector 











GFP‐CBX1 K181R  3217  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  CBX1 
K181R  mutant,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐CBX1 K184R  3218  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  CBX1 
K184R  mutant,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐H3 wt  3225  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  full 
length histone H3.1 eukaryotic 
expression vector 
GFP‐H3 R2A  3219  CAG  ampicillin 
N‐terminal GFP  tagged histone 
H3.1  R2A  mutant  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐H3 K18A  3220  CAG  ampicillin 
N‐terminal GFP  tagged histone 
H3.1  K18A  mutant  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐H3 K23A  3221  CAG  ampicillin 
N‐terminal GFP  tagged histone 
H3.1  K23A  mutant  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐H3 











Cherry  1625  CAG  ampicillin  Fluorescent  protein  Cherry 
eukaryotic expression vector 
GFP‐CXXC4  2311  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  full 
length  CXXC4  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐CXXC5  2713  CAG  ampicillin 
N‐terminal  GFP  tagged  full 
length  CXXC5  eukaryotic 
expression vector 
CXXC4‐GFP  2253  CAG  ampicillin 






CXXC5‐GFP  2246  CAG  ampicillin 
C‐terminal  GFP  tagged  full 
length  CXXC5  eukaryotic 
expression vector 
Ch‐CXXC4  2312  CAG  ampicillin 
N‐terminal  Cherry  tagged  full 
length  CXXC4  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐TET3CXXCL  2988  CAG  ampicillin 




CXXCTET3‐GFP  2714  CAG  ampicillin 
C‐terminal  GFP  tagged  CXXC 
domain  of  TET3,  eukaryotic 
expression vector 
GFP‐TET3  2273  CAG  ampicillin 



























































































































Throughout  this  study  enhanced  GFP,  monomeric  red  fluorescent  protein  (RFP)  and 
monomeric  Cherry  fusion  constructs were  used  and  are  referred  to  as  GFP,  RFP  and 
Cherry (Ch) fusions, respectively, for brevity. The generation of expression constructs for 
GFP,  RFP‐DNMT1,  GFP‐DNMT1,  GFP‐DNMT1  ∆458‐500,  Ch‐USP7,  Ch‐USP7C224S,  HA‐
ubiquitin, UHRF1‐GFP, Ch‐UHRF1, LacI‐GBP, GFP‐TET1, GFP‐CXXCTET1, GFP‐Tudor, GFP‐PHD, 
GFP‐SRA,  GFP‐CBX1  have  been  described  previously  (Schermelleh,  Spada  et  al.  2005, 




subcloned  into  pCAG‐GFP‐IB  vectors.  The GFP‐UHRF1  single  domain  constructs  for UbI 
and  RING  domain  and  GFP‐CBX1  delc  construct  were  generated  by  PCR  using  the 
corresponding wt full length construct as template. The coding sequence for the antigenic 
peptide  for generating TET3CXXC antibody was amplified by PCR using the corresponding 
wt  full  length  construct  as  template  and  inserted  into  pET‐28  a  (+)  vector.  GFP‐CBX1 
K180R, K181R, K184R, GFP‐H3 R2A, K18R, K23R, K18R‐K23R, and Ch‐UHRF1 V429D‐V431E 
were obtained by overlap extension PCR on the corresponding wt construct. The coding 
sequence of  the Uba domain of RAD23A  (amino acids 158  to 212) was amplified using 
cDNA  from  mouse  E14  ESCs.  To  generate  the  GFP‐2Uba  and  Ch‐2Uba  constructs,  a 
duplicate Uba coding sequence was subcloned into both the pCAG‐GFP‐IB and the pCAG‐
Cherry‐IB vector. Coding sequences for CXXC4, CXXC5, TET3CXXCL, CXXCTET3 and TET3 were 
amplified  using  cDNA  from  mouse  NSCs  and  subcloned  into  pCAG‐GFP‐IB  vectors  to 
generate N‐terminal GFP  fusions.  Sequences  coding  for  CXXCTET1,  CXXCTET3,  CXXC4  and 







The  generation  of  anti‐multi‐red  antibody  has  been  previously  described  (Rottach, 
Kremmer  et  al.  2008).  The  anti‐HA  antibody  12CA5 was  raised  in mouse  and  used  to 
detect  ubiquitinated  proteins.  The  anti‐TET3CXXC  polyclonal  antibody was  generated  in 
collaboration with  the BioGenes GmbH.  Endogenous UHRF1 was  visualized by  a  rabbit 
anti‐UHRF1 antibody (Citterio, Papait et al. 2004). For detection of GFP fusion proteins by 
western blot, a mouse anti‐GFP (Roche) or a rat anti‐GFP (ChromoTek) antibody was used. 
RFP  or  Ch  fusion  proteins  were  detected  by  the  rat  anti‐red  antibody  5F8  (Rottach, 
Kremmer  et  al.  2008).  HA‐ubiquitin  was  detected  by  the mouse monoclonal  anti‐HA 
antibody  12CA5.  Equal  loading  of  cell  lysates  was  followed  by  a  mouse  anti‐β‐actin 
antibody (Sigma‐Aldrich). For detection of histone H3, the rabbit anti‐H3 antibody (Abcam) 
was used. Depending on the expected intensity of the signals, secondary antibodies either 






Human  embryonic  kidney  (HEK)  293T  cells  and  baby  hamster  kidney  (BHK)  cells were 
cultured  in DMEM supplemented with 10%  fetal calf serum and 50 µg/ml gentamycine. 
ESCs  including wt  J1,  dnmt1‐/‐,  E14  and  uhrf1‐/‐ were  cultured without  feeder  cells  in 
gelatinized  flasks  as  described  (Schermelleh,  Spada  et  al.  2005).  Culture medium was 
supplemented with 1000 U/ml recombinant leukemia inhibitory factor LIF (Millipore). The 
NSC line ENC1 used throughout this study was derived from E14 ESCs as described (Conti, 
Pollard  et  al.  2005)  and  was  maintained  in  Knockout‐DMEM/F12  containing  2  mM 
GlutaMAX‐I 100 U/ml penicillin, 100 μg/ml streptomycin, and supplemented with 1% N2 
and 20 ng/ml each FGF‐2 and EGF. The dnmt1‐/‐ ESCs used in this study are homozygous 




2007)  have  been  reported  before  (Meilinger,  Fellinger  et  al.  2009). Mouse  ESCs were 
transfected  with  Lipofectamine  2000  reagent  (Invitrogen)  according  to  the 
manufacturer’s  instructions.  HEK293T  cells  and  BHK  cells  were  transfected  using 
polyethylenimine as transfection reagent according to the manufacturer’s instructions.  
2.2.4 Generation of stable cell lines and DNA methylation analyses 
48 h  after expression of GFP  tagged  constructs  in dnmt1‐/‐  ESCs  and uhrf1‐/‐ ESCs, GFP 
positive mESCs were separated using a  fluorescence activated cell sorting  (FACS) Aria  II 
instrument  (Becton  Dickinson).  Stably  expressing  cells  were  expanded  in  selection 
medium containing 10 µg/ml blasticidin  (GFP‐DNMT1 wt and GFP‐DNMT1 ∆458‐500) or 




levels were  chosen  for  further  analyses.  The  expression  level  and  the  accuracy  of  the 
expressed GFP fusion constructs were checked by western blot analyses.  
2.2.5 Cell inhibitor treatment 





For  co‐immunoprecipitation  assays,  GFP  fusion  pulldowns  using  the  GFP‐Trap 






GFP‐Trap  (ChromoTek). Bound  fractions were  firstly detected by  fluorescence  intensity 
measurements and secondly by western blot analyses.  
For detection of ubiquitinated proteins, cells were lysed in buffer containing 150 mM KCl, 
50  mM  Tris‐HCl  (pH  7.4),  5  mM  MgCl2,  1%  Triton  X‐100,  5%  Glycerol,  2  mM 
phenylmethylsulphonyl  fluoride  and  2 mM  2‐mercaptoethanol  and  5 mM  NEM.  After 
brief  sonication,  cell  lysates  were  cleared  by  centrifugation  at  4°C  for  10  min. 





Western  blots  developed  with  the  ECL  western  blotting  substrate  were  scanned  and 

















until  OD600nm~0.8  followed  by  expression  induction  with  1mM  Isopropyl‐β‐D‐
thiogalactopyranosid  (IPTG)  at  37°C  for  4  hours.  After  harvesting,  bacterial  cells were 
resuspended  in  10 ml  lysis  buffer  (300 mM  NaCl,  50 mM  Na2HPO4,  pH  8.0,  10 mM 
imidazole, 1 mM β‐mercaptoethanol) and treated with with DNaseI  (1 mg/ml), PMSF  (2 
mM) and  lysozyme  (10 mg/ml)  for 1 h,  followed by sonication. After clearing  lysates by 
centrifugation  and  filtration,  soluble  extracts were  loaded  on  a  pre‐equilibrated  1 ml 
HiTrap‐column  (GE  Healthcare).  Elution  was  performed  with  Ni‐NTA  elution  buffer 
containing  linear  gradient  ranging  from  20 mM  to  250 mM  imidazol. Different  elution 
fractions were further analyzed by SDS‐PAGE assay. Fractions containing antigen peptide 
were  pooled  and  further  purified  by  gel  filtration  on  a  Superdex  75  column  (GE 
Healthcare).  
2.2.10 RNA isolation and Real‐time PCR  
Total  RNA  was  isolated  from  cells  and  tissues  using  the  nucleospin  triprep  kit  from 
Macherey‐Nagel. 500 ng of total RNA was reverse transcribed with a high‐capacity cDNA 
reverse  transcription  kit  (Applied  Biosystems)  according  to  the  manufacturer’s 
instructions.  Real‐time  PCR  was  conducted  using  power  SYBR  green  PCR master mix 
(Applied  Biosystems)  on  a  7500  fast  real‐time  PCR  system  (Applied  Biosystems).  PCR 





Northern  blotting  was  performed  according  to  the  DIG  application  manual  for  filter 
hybridization  (Roche). Probes were generated and  labeled by PCR using DIG‐dUTP. Ten 
micrograms  each  of  total  RNA  from  ESCs  and NSCs were  separated  on  formaldehyde‐







with  blocking  solution  (Roche)  for  30  min,  followed  by  incubation  with  alkaline 






ENC1  NSCs  were  reverse  transcribed  as  described  above,  but  using  the  gene‐specific 
primer 1  (GSP1). To  remove excess primer,  the  reaction was purified with a silica mini‐
column  (Nucleospin Gel and PCR Clean‐up; Macherey‐Nagel). After  tailing with  terminal 
deoxynucleotide  transferase  and  dATP  the  tailed  cDNA  was  subjected  to  nested  PCR 
reactions with Phusion High‐Fidelity DNA Polymerase (New England Biolabs).  In the  first 
reaction the upstream primers were (dT)17‐adaptor primer and adaptor primer, while the 
downstream  primer  was  gene‐specific  primer  2  (GSP2).  Cycling  parameters  were  as 
follows: one cycle of 98°C for 30 s, 94°C for 5 min, 50°C for 5 min, and 72°C for 40 min, 
followed by 30 cycles of 94°C  for 40 s, 54°C  for 1 min, and 72°C  for 3 min, with a  final 
cycle of 94°C  for 40 s, 54°C  for 1 min, and 72°C  for 15 min.  In  the  second  reaction  the 
upstream  primer  was  adaptor  primer  and  the  downstream  primer  was  gene‐specific 
primer 3 (GSP3). Cycling parameters were as follows: 98°C for 30 s, (98°C for 15 s, 55°C for 
20  s, and 72°C  for 30  s) 30  cycles, 72°C  for 10 min. PCR products were purified by gel 














laser,  488  nm  argon  laser  and  561  nm  diode‐pumped  solid‐state  laser,  respectively. 
Images were recorded and further analyzed using imageJ. 
2.2.14  Determination of global genomic 5hmC levels 
Global  5hmC  levels  in  genomic  DNA  from  transiently  transfected  HEK293T  cells were 
determined  by  the  in  vitro  glucosylation  assay  as  described  previously  (Szwagierczak, 
Bultmann et al. 2010, Frauer, Rottach et al. 2011) with minor modifications. Briefly, 50 ml 
reactions containing 150 mM NaCl, 20 mM Tris, pH 8.0, 25 mM CaCl2, 1 mM DTT, 3.5 mM 
UDP‐[3H]glucose  (20  Ci/mmol;  Hartmann  Analytic  GmbH),  500  ng  of  sheared  genomic 
DNA and 40 nM recombinant T4 β‐glucosyltransferase were incubated for 20 min at room 
temperature and terminated by heating at 65°C for 10 min. DNA fragments were purified 
by  silica  column  chromatography  (Nucleospin, Macherey‐Nagel)  and  radioactivity  was 
determined by  liquid scintillation. Radioactive counts were converted  to percentages of 
5hmC  over  total  C  using  curves  from  PCR  generated  standards  containing  variable 
5hmC/C  ratios as previously described  (Szwagierczak, Bultmann et al. 2010). The values 
for all GFP‐TET constructs were corrected  for differences  in expression  levels using GFP 
fluorescence  measurements.  This  correction  was  not  applied  to  control  samples 








2009,  Frauer, Hoffmann  et  al.  2011,  Frauer, Rottach  et  al.  2011). Briefly,  three double 
stranded  DNA  oligonucleotides  labeled  with  different  ATTO  fluorophores  and  with 
identical  sequence,  but  either  unmodified,  symmetrically methylated  or  symmetrically 
hydroxymethylated  cytosine  at  a  single,  central CpG  site were used  as  substrates. GFP 
fusion  constructs  were  expressed  in  HEK293T  cells  by  transient  transfection  and 
immunopurified from cell  lysates using the GFP‐trap (ChromoTek). GFP‐trap beads were 
washed three times before incubating with DNA substrates at a final concentration of 160 
























which  has  kindled  the  idea  that  they  might  represent  intermediates  in  DNA 
demethylation pathways. Very  few  interactions  involving TET proteins have so  far been 
reported and even  fewer  known domains are  identified  in  these proteins despite  their 
relatively  large  size.  As  a  consequence,  little  is  known  about  how  TET  proteins  are 
targeted to specific genomic loci in distinct cell types and developmental stages. 
The N‐terminal  region  of  TET1  contains  a  CXXC  domain  (Tahiliani,  Koh  et  al.  2009).  In 
contrast, none of the human and mouse annotated genomic or transcript sequences for 
tet2 and tet3 include a sequence encoding such a domain. However, in both human and 
mouse  genomes  the  tet2  and  tet3  genes  are  adjacent  to  loci  encoding  cxxc  domains, 
cxxc4 and cxxc10‐1, respectively (Fig. 11A) (Katoh and Katoh 2004, Frauer, Rottach et al. 
2011).  The  cxxc4  and  tet2  loci  are  700  and  800  kb  apart  in  the  human  and mouse 
genomes,  respectively.  These  loci  are  transcribed  in  opposite  orientations  and  encode 
distinct proteins,  suggesting  that  they evolved  through  splitting of  a  tet1‐like  ancestral 











This  is  also  suggested  by  GenBank  entries  of  tet3  orthologues  encompassing  an  N‐
terminal cxxc domain from other vertebrate species,  including a Xenopus tet3 transcript 
and a TET3 protein homolog predicted from the genomic sequence of the naked mole rat 
(Heterocephalus glaber). Alignment of  the CXXC domains  from  these TET3 homologues 
with the CXXC domains of mouse CXXC10‐1, TET1, CXXC4 and CXXC5 shows that they all 
belong  to  the  same  homology  subgroup  that  we  identified  previously  (Fig.  11B).  In 
addition,  the  Hydra  genome  encodes  a  single  tet  homolog  and  its  predicted  protein 
product contains an N‐terminal CXXC domain with key features of this subgroup (Fig. 11B). 









Figure  11.  Genomic  arrangement  of  mouse  tet  genes  and  adjacent  cxxc  loci  and  homology  of  cxxc 
domains  from  mouse  cxxc4,  cxxc5  and  tet  homologues  in  various  animal  species.  (A)  Schematic 
representation  of mouse  tet1,  tet2/cxxc4  and  tet3/cxxc10  loci.  Exons  are  depicted  as  blue  rectangles. 
Annotated  transcriptional  start  sites  and  transcription  orientation  are  indicated  with  half  arrows.  (B) 
Alignment of CXXC domains from mouse CXXC4, CXXC5 and TET homologues in various animal species (Mm, 
Mus Musculus; Hg, Heterocephalus glaber; Xt, Xenopus tropicalis; Hm, Hydra mangipallata). The alignment 
was  generated  with  Unipro  UGENE  (Okonechnikov,  Golosova  et  al.  2012).  Numbers  on  the  right  side 
indicate  the  position  of  the  last  amino  acid  in  the  corresponding  protein.  The  KTXXXI motif,  previously 
identified as determinant  for  the  interaction of CXXC4 with DVL  (London,  Lee et al. 2004),  is boxed. The 
scale  at  the  bottom  indicates  the  upper  limit  of  percent  identity  represented  by  each  color.  GenBank 
accession  numbers:  MmCXXC10,  JX946278;  XtTET3,  NP_001090656.1;  HgTET3,  EHB01729.1;  MmTET1, 
NP_081660.1; MmCXXC4,  NP_001004367; MmCXXC5,  NP_598448;  HmTET,  XP_002161163.1.  Data  were 
published in Liu et al. 2013. 
 
Thus,  we  set  out  to  verify  whether  tet3  transcripts  including  the  cxxc10‐1  ORF  are 
expressed  in  the mouse.  To  this  aim we  performed  conventional  PCR  on  total  cDNA 
template from a neural stem cell (NSC) line derived by in vitro differentiation of E14 ESCs. 
We used primer pairs spanning from the cxxc10‐1 ORF to the tet3 ORF in exon 3 according 







splicing events set  the cxxc10‐1 ORF  in  frame with  the annotated  tet3 coding sequence 




transcripts we  first  performed  northern  blotting  of  RNA  from  the  same  NSC  line  and 
parental ESCs  (Fig. 12C).  In NSCs a  cDNA probe  comprising exons 3‐6 of  the annotated 
tet3  transcript  detected  two  bands with  estimated  sizes  of  10.9  and  11.6  kb,  roughly 
corresponding  to  the  sizes  of  the  annotated  tet3  transcript  and  those  encoding  the 




































of  the  tet3  transcript,  the  cxxc10‐1 ORF  and  exons  1‐3  of  tet3.  The  levels  of  tet3  and 
tet3CXXC  transcripts  varied  widely  across  the  samples  and  were  very  low  in  ESCs, 















were  detected  in  most  differentiated  tissues,  while  the  opposite  pattern  was  characterized  in 
undifferentiated ESCs. Cumulative levels of all tet3 transcripts were determined using a primer set spanning 
common  sequences  downstream  exon  3  of  the  annotated  tet3  gene.  Data  relative  to  kidney,  liver, 
cerebellum and cortex samples are from three biological replicates (two 6 week old 129Sv mice and a 30 
week old C57BL/6 mouse). Data  relative  to spleen, heart,  lung and hippocampus are  from  two biological 
replicates (a 6 week old 129/Sv mouse and a 30 week old C57BL/6 mouse). Data relative to NSCs and ESCs 
are from three independent cultures each. Shown are mean values and standard errors of the mean (SEM). 




raises  the question as  to whether  they associate with  this  type of CXXC module also  in 
trans. Therefore we probed the interaction of each of the three TET proteins with CXXC4 




al.  2013).  The  colocalization  of  prey  and  bait  at  the  lac  operator  array  reflects  their 
interaction  (Fig.  14).  CXXC4  showed  interactions with  all  three  TETs,  but with  a much 
stronger association with TET3  in comparison  to TET1 and TET2  (Fig. 15). However, we 
could not detect coimmunoprecipitation of TET3 and CXXC4 fluorescent fusion constructs 
overexpressed  in HEK293T cells. CXXC4 and 5 have been shown to antagonize canonical 
Wnt  signaling  by  binding  to  cytoplasmic  Disheveled  (DVL)  (Hino,  Kishida  et  al.  2001, 
Michiue,  Fukui  et  al.  2004, Andersson,  Sodersten  et  al.  2009). However,  expression  of 
fluorescent  fusions  revealed  a  prevalently  nuclear  localization  of  CXXC4  in  BHK  cells, 
C2C12 myoblasts and ESCs (Liu, Wang et al. 2013). In this regard we noted that the KKKRK 
















the RFP‐tagged prey protein  interacts with  the bait,  it would  colocalize with  the bait at  lacO array,  thus 





the  brain,  where  tet3  transcripts  that  do  not  encode  the  cxxc  domain  were  more 



































CXXCTET3‐GFP  corresponds  to  the  isolated CXXC domain of  the CXXC10‐1 ORF with GFP 
fused  to  its C‐terminus and  is  therefore analogous  to CXXCTET1‐GFP. Although we  could 
not  detect  interactions  between  TET  proteins  and  CXXC5,  we  investigated  the  DNA 
binding potential of  the  latter as  its CXXC domain  is also highly homologous  to  that of 
TET1. CXXC domains belonging to a distinct homology class, including the CXXC domain of 
DNMT1  (CXXCDNMT1), were shown  to preferentially bind CpG‐containing sequences  (Lee, 
Voo et al. 2001, Birke, Schreiner et al. 2002, Jorgensen, Ben‐Porath et al. 2004, Pradhan, 
Esteve et al. 2008, Blackledge, Zhou et al. 2010, Frauer, Rottach et al. 2011). Therefore, 
we  first  determined  the  binding  preference  of  our  constructs  with  respect  to  DNA 
substrates  differing  only  for  the  presence  or  absence  of  a  single  central  CpG  site  and 
compared it to that of the CXXC domain of DNMT1. CXXC4, CXXC5 and all TET constructs 
showed higher DNA binding activity as well as similar and substantial preference for the 
substrate  containing  a  CpG  site  as  compared  to  GFP‐CXXCDNMT1  (Fig.  17A).  We  then 
determined the binding preference with respect to substrates containing a single central 
CpG site with defined cytosine modifications as shown for CXXCTET1 constructs. CXXC4‐GFP, 
CXXC5‐GFP  and  CXXCTET3‐GFP  displayed  similar  binding  properties,  with  decreasing 









binding  sites. GFP‐TET1  displayed  the  same  substrate  preference  as  the  isolated  CXXC 
domain  of  TET1  (CXXCTET1‐GFP),  albeit  with  an  8‐fold  increase  in  binding  activity, 











and  GFP‐CXXCDNMT1,  n = 4;  GFP‐TET3,  GFP‐TET3CXXCL  and  CXXCTET1‐GFP,  n = 3.  (B)  All  constructs  are  GFP 
fusions.  Fluorescently  labeled  DNA  substrates  with  the  same  sequence  and  a  single  CpG  site  either 
unmethylated,  symmetrically methylated  or  symmetrically  hydroxymethylated were  incubated  in  direct 














As  further  characterization  of  TET3  isoforms  we  compared  nuclear  localization  and 
mobility  of GFP‐TET3  and GFP‐TET3CXXCL  in  C2C12 myoblasts  (Figure  18B  and  C).  Both 
constructs were diffusely distributed  throughout  the nucleus with exclusion of nucleoli 
and  large  clusters  of  pericentric  heterochromatin  (chromocenters;  Fig.  18B).  After 
photobleaching  half  of  the  nucleus  the  fluorescence  of GFP‐TET3CXXCL  recovered more 
slowly  and  reached  a plateau  at  a  lower  level  than  that of GFP‐TET3  (Fig.  18C).  These 
differences were small, but reproducible. 
Thus,  the presence of  the CXXC domain  in TET3 does not affect and perhaps promotes 
conversion  of  5mC  to  5hmC,  while  it  reduces  its  mobility  and  slightly  increases  the 








Figure 18. Enzymatic activity,  localization and mobility of TET3CXXC  in somatic cells.  (A) TET3CXXC oxidizes 
















annotated  TET3,  a  peptide within  CXXC10‐1  region was  selected  as  antigen  (Fig.  19A). 
After expression and purification, His‐tagged peptide was sent to Biogenes company for 





specific  rabbit  polyclonal  antibodies  that  recognize  GFP‐TET3CXXC  but  not  GFP‐TET3  in 
immunofluorescence staining and western blot (Fig. 19B and 19C). Notebly, the TET3CXXC 
polyclonal antibodies are able to detect endogenous TET3CXXC  in somatic cells (Fig. 19C). 






and TET3CXXC were  showed as  schematic outline, and CXXC motif of TET3CXXC was  chosen  as  antigen.  (B) 
TET3CXXC polyclonal antiserum recognized GFP‐TET3CXXC but not GFP‐TET3  in  immunofluorescence staining. 
Optical sections of fixed BHK cells containing a lacO array cotransfected with plasmids encoding a GBP‐LacI 




TET3CXXC specifically  (filled arrow), and did not  recognize GFP‐TET3 or GFP alone  (empty arrow). GFP was 










The multi‐functional protein UHRF1  is  a  key  factor  for  regulation of maintenance DNA 
methylation  by  recruiting  DNMT1  to  its  substrates.  The  association  of  UHRF1  with 






hemimethylated  DNA  was  described  as  a  prerequisite  for  targeting  DNMT1  to  its 
substrate  and  for  subsequent  DNA  methylation    (Liu,  Gao  et  al.  2013).  Given  the 
regulatory  impact of these two domains, we were  interested  in how the PHD and RING 
domain  of  UHRF1  may  functionally  contribute  to  maintenance  DNA  methylation  by 
DNMT1. Data from Dr. Weihua Qin and Patricia Wolf showed that the H3 ubiquitination in 
dependence on  the PHD‐mediated histone‐binding and  the RING‐mediated ubiquitin E3 





H3  tails  in  mammalian  cells,  we  performed  immunoprecipitations  followed  by  mass 
















quantification  of  UHRF1  ubiquitination  target  sites  in  H3  N‐terminal  tails  and  dependence  of  the 
ubiquitination  on  R2.  GFP‐H3  constructs  carrying  R2A,  K18A,  K23A  and  K18A‐K23A  mutations  were 













located  in a  region  spanning  from amino acid 380  to 399 of mouse DNMT1 and  shows 
striking  similarity  to UIMs of  known ubiquitin  interacting proteins  (Fig.  21A). We were 
interested  in  investigating  whether  UIM  of  DNMT1  plays  a  role  in  DNA  methylation 
maintenance.  Therefore,  we  generated  GFP‐DNMT1  mutants  lacking  the  UIM  (GFP‐
DNMT1  ∆356‐404). We  first  tested  the  interaction  between  DNMT1  UIM mutant  and 
UHRF1 and the result indicated that GFP‐DNMT1 ∆356‐404 is still able to interact with Ch‐
UHRF1  (Fig.  21B). Notably,  in  comparison  to GFP‐DNMT1 wt,  the  interaction  between 
DNMT1 and UHRF1 is dramatically increased when lacking the UIM domain, which could 
be because the deletion of UIM somehow released the autoinhibitory role of TS domain, 
therefore  leading  to  the  enhanced  association  between DNMT1  and UHRF1. However, 
further comparison on the ubiquitin binding properties between GFP‐DNMT1 wt and GFP‐
DNMT1  ∆356‐404  as  well  as  functional  complementation  assay  in  dnmt1‐/‐  ESC  lines 
clearly  revealed  the  GFP‐DNMT1  ∆356‐404  showed  a  defect  in  the  association  with 
ubiquitinated histone H3 and was not able to reestablish DNA methylation patterns (data 















numbers:  DNMT1,  P13864;  EPS15  (epidermal  growth  factor  receptor  substrate  15),  P42567;  EP15R 
(epidermal  growth  factor  receptor  substrate  15‐like  1),  Q60902;  STAM2  (signal  transducing  adapter 
molecule 2), O88811; PSMD4 (26S proteasome non‐ATPase regulatory subunit 4), O35226; ATX3 (ataxin‐3), 
Q9CVD2;  DNJB2  (DnaJ  homolog  subfamily  B  member  2),  Q9QYI5;  UBP37  (ubiquitin  carboxyl‐terminal 
hydrolase  37),  Q8C0R0.  (B)  Co‐immunoprecipitation  assay  of  GFP‐DNMT1  and  Ch‐UHRF1  in  vitro.  GFP‐














identify  novel  ubiquitination  substrates,  we  fused  two  Uba  domains  with  GFP  for 
detection and precipitation with a nanobody based GFP‐Trap. To  test  the precipitation 
efficiency,  we  transiently  expressed  HA‐tagged  ubiquitin  together  with  GFP‐2Uba  in 
HEK293T  cells  and  analyzed  the  coprecipitated  ubiquitinated  proteins  with  an  HA 
antibody.  The  comparison  with  the  GFP  control  showed  that  GFP‐2Uba  was  highly 
efficient  in the specific precipitation of ubiquitinated proteins (Dr. Weihua Qin, personal 
communication). 
We  next  combined  this  GFP‐2Uba  pull  down  approach  with  quantitative  mass 
spectrometry  (MS)  and  identified many UHRF1‐dependent ubiquitination  targets which 
relate  to  cell  cycle,  development,  RNA  processing  and  heterochromatin  formation 
pathways.  In this study we  focused on the heterochromatin proteins CBX1 and CBX3 as 
they represent possible new links to UHRF1 and epigenetic regulation. 















Figure 22. UHRF1 associates and colocalizes with all  three CBXs.  (A) UHRF1  interacts with all  three CBX 
proteins. RFP‐CBX proteins were immunoprecipitated from cells coexpressing UHRF1‐GFP with the RFP‐Trap 
and subjected to western blot analysis with an anti‐GFP antibody. (B) Confocal images show colocalization 





CBX1  and  GFP‐CBX3  showed  strong  ubiquitination  in  vivo  with  a  F3H  assay,  and  no 
ubiquitination was detected  for GFP‐CBX5  (data not  shown). Therefore, we  focused on 
CBX1 and CBX3 in the following investigations. 
The interaction and colocalization data raise the possibility that UHRF1 is the ubiquitin E3 
ligase  for  CBX1  and  CBX3 modification.  To  investigate  the  ubiquitination  of  CBX1  and 
CBX3  in vivo, we coexpressed GFP‐CBX1 or GFP‐CBX3 with combinations of HA‐ubiquitin 
and  Ch‐UHRF1  in  HEK293T  cells.  Expression  of  UHRF1  showed  a  clear  increase  in 









Figure  23.  UHRF1  specifically  ubiquitinates  CBX1.  (A)  Ubiquitination  of  CBX1  by  UHRF1.  GFP‐Trap 
immunoprecipitations  from HEK293T  cells  expressing  indicated  combinations  of HA‐ubiquitin, GFP‐CBX1 
and Ch‐UHRF1 were detected with an anti‐HA antibody. (B) UHRF1 cannot ubiquitinate CBX3  in vivo. GFP‐
CBX3  was  coexpressed  in  HEK293T  cells  with  combinations  of  HA‐ubiquitin  and  Ch‐UHRF1.  GFP‐Trap 
pulldowns were probed with an anti‐HA antibody. The blot probed with an anti‐GFP antibody was used as a 
loading  control. Quantifications were  done with  ImageJ.  Shown  are mean  values  of  three  independent 





24A). To  investigate whether  the C‐terminal  lysine  residues are  the ubiquitination sites, 













mutants.  (A)  Alignment  of mouse  heterochromatin  proteins  CBX1,  CBX3  and  CBX5.  The  lysine  residues 
specific  for CBX1 are highlighed  in  yellow. Accession number: CBX1 NP_031648.1; CBX3 AAI10377; CBX5 











cells  and  immunoprecipitated using  the GFP‐Trap.  Immunoprecipitations were  analyzed with  an  anti‐HA 
antibody.  The  GFP‐CBX1delC  had  a  clear  effect  on  the  ubiquitination  of  CBX1,  whereas  single  lysine 
substitutions  (K180R, K181R or K184R) had  little to no effect with ubiquitination  levels similar to the wild 
type  protein.  (B)  Immunoprecipitations  comparing  GFP‐CBX1  wt  and  C‐terminal  deletion mutant  (GFP‐
CBX1delC) further indicated that CBX1 ubiquitination occurs at its C‐terminus.  
3.3.3 Association between UHRF1 and CBX1 is independent of PxVxV motif 
To  map  the  domains  that  mediate  the  interaction  with  CBX1,  we  generated  several 
expression vectors encoding the five distinct UHRF1 domains for Co‐IP and found a weak 
interaction  of  the  SRA  domain  with  CBX1  (Fig.  26A  and  26B). Most  CBX1‐interacting 
proteins contain a consensus peptide pentamer PxVx[M/L/V]  that  is also present  in  the 
SRA  domain  (Fig.  27A,  Thiru  et  al.,  2004;  Huang  et  al.,  2006).  To  test  whether  the 
interaction between CBX1  and UHRF1  is PxVxV‐dependent, we mutated  the  conserved 



















TIF1  beta  NP_035718;  IDN3  NP_056199;  TAF4A  NP_001074561;  UHRF1  NP_001104548.  (B)  Schematic 
structure of UHRF1 and its substitution mutant in the PxVx[M/L/V] motif. (C) The interaction between CBX1 
and UHRF1 is independent of the PxVx[M/L/V] motif. GFP‐CBX1 was coexpressed in HEK293T cell with Ch‐











ubiquitination  level  of  CBX1,  HEK293T  cells  were  cotransfected  with  GFP‐CBX1  in 
combination with HA‐ubiquitin and Ch‐USP7 expression constructs. Western blot analyses 






















Since  the  first description of  their enzymatic activity of oxidizing 5mC  to 5hmC  in 2009, 
TET family proteins have become a focus of substantial interest. In the past five years, TET 
enzymes have been extensively  studied  from  several aspects  including  identification of 
interacting  partners,  crystal  structural  analyses,  loss  of  function  studies  in  ESCs  and 
mouse, genome‐wide profile determination of binding sites as well as the oxidized bases 
5hmC, 5fC and 5caC. Growing evidence suggests that TET proteins play an important role 
in  gene  expression  and  cell  differentiation,  but  how  TET  proteins  regulate  their  target 
genes remains to be elucidated.  
4.1.1 Regulation of TET proteins via CXXC domains in cis 
TET  proteins  are  relatively  large  size  protein,  but  very  few  domains  have  so  far  been 
reported. The only well characterized module is a C‐terminal catalytic domain, composed 
of a cysteine‐rich and a DSBH domain, which oxidizes 5mC in a 2‐OG and Fe2+‐dependent 
manner and  is present  in all  three TET  family members  (Tahiliani, Koh et al. 2009). The 






While the C‐terminal part of TET proteins  is relatively well characterized,  little  is known 











DNA  sequences  and  are  consistent  with  genome‐wide  occupancy  analyses  of  TET1 
proteins  preferentially  localize  to  unmodified  CpG‐rich  promoters  and  genic  regions  in 
mouse ESCs (Fig. 29A) (Williams, Christensen et al. 2011, Wu and Zhang 2011). Although 
the CXXC domain of TET1 shows binding affinity to unmethylated DNA, it is not required 
for  oxidation  activity  in  vivo  (Tahiliani,  Koh  et  al.  2009,  Zhang,  Zhang  et  al.  2010), 
suggesting  that  there might  be  other  elements  in  the  regulatory  domain  involved  in 
targeting TET1 to its DNA substrates. 
In a search of functional domains, none of the known DNA binding motifs was identified 
in  the  regulatory domain of annotated TET2 and TET3.  Interestingly, we here showed a 
novel isoform of TET3 with a CXXC motif in the N‐terminal domain (TET3CXXC). Consistent 
with our study, TET3CXXC protein was also identified in Xenopus and human cell lines (Xu, 
Xu  et  al.  2012).  Similar  to  other  CXXC  domains,  TET3  CXXC motif  is  also  able  to  bind 
unmethylated DNA  in  in  vitro DNA binding  assays  (Fig. 29C). We  showed  that TET3CXXC 
reduces mobility in nuclei and shows higher conversion of 5mC to 5hmC in comparison to 
TET3 without CXXC zinc finger domain, suggesting that CXXC‐mediated DNA binding might 
facilitate  TET3  enzymatic  activity  which  is  consistent  with  a  recent  report  that  TET3 
carrying a deletion of the CXXC domain resulted  in a globally reduced 5hmC  level  in the 
genome of Xenopus embryos (Xu, Xu et al. 2012). With qPCR analyses, the transcript level 
of  TET3CXXC  significantly  increased  upon  differentiation  from  ESCs  to  neural  stem  cells 
(NSCs),  suggesting  that  TET3CXXC  might  be  functionally  important  for  neuronal 
differentiation.  Indeed,  several  studies  have  reported  a  role  of  TET3  in mouse  brain 
development.  In  embryonic  cortex,  an  increase  of  TET2/TET3CXXC  expression  level  is 
observed  when  neural  progenitor  cells  differentiate  into  neurons,  and  knockdown  of 













system.  However,  current  functional  studies  on  TET3  did  not  distinguish  these  two 
isoforms  especially  for  knockdown  or  knockout  assays,  therefore  cannot  tell whether 
these effects are due to one or more specific isoforms. Further work focusing on specific 













oxidize  5mC.  Concomitantly,  DNA‐bound  CXXC4  activates  caspases which  cleave  both  TET2  and  CXXC4 
resulting  in subsequent TET2 degradation  (modified  from Ko et al. 2013). Moreover, CXXC4 also  interacts 
with TET3. Based on the high expression level of CXXC4 and TET3 in brain tissues we proposed that CXXC4 
might constitute another targeting mechanism of TET3 in brain cells. But it is unknown whether CXXC4 also 





suggesting  the  existence  of  an  alternative  way  to  target  TET2  to  its  DNA  substrates. 
Supporting  this  idea,  another  research  suggested  that  the  CXXC  domain  of  TET2 was 
separated  from  the  catalytic  domain  during  vertebrate  evolution,  and  the  separated 
region  now  encodes  CXXC4  (Ko,  An  et  al.  2013).  CXXC4  physically  interacts with  and 
targets  TET2  for  destruction  via  caspase‐dependent  mechanisms  (Fig.  29B),  which 
depends  on  the DNA  binding  affinity  of  the  CXXC4  CXXC  domain  (Ko, An  et  al.  2013). 
Interestingly, with genomic analyses we showed that tet2 and tet3 genes are adjacent to 
cxxc4  and  cxxc10  respectively  in  human  and  mouse  (Katoh  and  Katoh  2004,  Frauer, 




observed  that  TET3  shows  the  strongest  association with CXXC4  in  vivo  in  comparison 
with  TET1  and  TET2  using  a  mammalian  F3H  assay,  however,  we  failed  to  detect 
coimmunoprecipitation  of  any  mouse  TET  proteins  with  CXXC4  fluorescent  fusion 
constructs  overexpressed  in  HEK293T  cells, which may  be  due  to  the  lack  or  limiting 
endogenous  levels  of  bridging  factors  or  posttranslational modifications  in  these  cells. 





An  et  al.  2013),  but  it  is  unclear whether  CXXC4  also  plays  a  role  in  regulating  TET3 
stability  in  vivo  (Fig.  31B).  Furthermore, we  noted  that  the  ratio  of  TET3  to  TET3CXXC 
transcripts  was  much  higher  in  brain  regions  relative  to  other  tissues  where  CXXC4 
transcripts were more abundant, which suggests that CXXC4 might contribute to context 
specific  functions  of  TET3  in  distinct  cell  types  and  developmental  stages  (Fig.  29B). 
Further  investigations are needed  to assess how CXXC4  regulates TET3  function  in vivo. 
Taken  together,  our  work  and  other  recent  studies  proved  that  there  are  general 
connections between CXXC type zinc finger modules and TET proteins, either containing 
their  own  zinc  finger  domain  (TET1  and  TET3)  or  regulated  by  a  closely  related 
independent  zinc  finger  protein  (TET2  and  TET3).  To  address  the  role  of  CXXC  in 
recruitment of TET proteins,  loss‐of‐function experiments have  to be performed  in  the 
future.  
Association  with  distinct  CXXC  domains  may  also  modulate  TET  protein  function  by 
additional mechanisms. CXXC4 was shown to antagonize Wnt signaling by competing with 
Axin  for binding to DVL, thus  leading to destabilization of β‐catenin  (Hino, Kishida et al. 
2001, Michiue, Fukui et al. 2004). β‐catenin stabilization by DVL occurs in the cytoplasm, 
and nuclear DVL has been shown to interact with the C‐JUN/TCF/β‐catenin transcriptional 
complex and  to be  required  for activation of Wnt  signaling pathway  (Fig. 30A).  (Torres 
and  Nelson  2000,  Itoh,  Brott  et  al.  2005,  Gan,  Wang  et  al.  2008).  As  CXXC4  is 
predominantly  nuclear  it would  be  interesting  to  investigate whether  CXXC4  and  TET 















Figure 30. A model  for  involvement of CXXC4 and TET3  in  the  transcriptional complex  in  the canonical 
Wnt  signaling pathway.  (A)  In  the canonical Wnt signaling pathway, nuclear DVL  interacts with C‐JUN  to 




In addition  to zinc  finger proteins, TET proteins have been  found  to  interact with many 
















Spatial and  temporal control of DNA methylation  in  the genome  is essential  for normal 
development and is associated with a number of key cellular processes including genomic 
imprinting,  X‐chromosome  inactivation,  suppression  of  repetitive  elements,  and 
carcinogenesis.  As  maintenance  DNA  methyltransferase,  DNMT1  is  ubiquitously 
expressed  in  proliferation  cells  and  shows  an  aberrant  expression  in  certain  tumors 
(Leonhardt,  Page  et  al.  1992,  Robert,  Morin  et  al.  2003).  Thus,  to  understand  the 
mechanism of DNMT1 catalyzed maintenance DNA methylation has been of  interest for 
researchers in the past two decades. The hemimethylated DNA is the prefered substrate 
of DNMT1 and  is produced  through semi‐conservative DNA  replication. Though DNMT1 
colocalizes  with  DNA  replication  foci  during  S  phase  in  living  cells,  it  shows  low 
preferential  binding  to  hemimethylated  DNA  substrates  in  vitro,  suggesting  that 
additional cofactors must be required for recruitment of DNMT1 to hemimethylated CpG 
sites.  The  multi‐domain  protein  UHRF1  was  identified  as  an  essential  factor  for  the 
regulation of maintenance DNA methylation by targeting DNMT1 to its substrates. UHRF1 
contains several chromatin binding domains, including a TTD and a PHD domain that bind 









Each  N‐terminal  functional  domain  in  DNMT1  was  tested  in  order  to  determine  the 







finger  shows  binding  preference  for  unmethylated  DNA  substrates,  but  is  also  not 
required  for  DNMT1  activity  (Frauer,  Rottach  et  al.  2011).  However,  based  on  crystal 
structure of DNMT1, DNMT1 CXXC domain seems to have an autoinhibition role  in DNA 
methylation maintenance,  in which the CXXC domain specifically binds to unmethylated 





ability  to  trimethylated  H3K9,  which  is  one  possibility  to  explain  its  function  in 
recruitment  of  DNMT1  to  DNA  substrates  (data  not  shown;  manuscript  sumitted). 
Consistently, TS domain deletion mutants show a faster kinetics and a weaker association 
with  chromocenters  in  S  phase  when  transiently  expressed  in  mouse  fibroblasts, 
suggesting  that  the TS domain  is  involved  in DNMT1  targeting    (Schneider, Fuchs et al. 
2013)..  We  propose  that  TS  domain  mediated  chromatin  association  might  be  one 
prerequisite for DNMT1 recruitment and maintenance DNA methylation activity.  
Similar  to  DNMT1,  cofactor  UHRF1  also  shows  significant  binding  preference  for 
hemimethylated DNA substrates that  is mediated by  its SRA domain (Sharif, Muto et al. 
2007, Arita, Ariyoshi et al. 2008, Avvakumov, Walker et al. 2008, Delagoutte, Lallous et al. 
2008,  Hashimoto,  Horton  et  al.  2008,  Qian,  Li  et  al.  2008).  It  is  possible  that 
hemimethylated  DNA  binding  by  UHRF1  allows  DNMT1  to  specifically  methylate  the 
unmodified  cytosine  base  on  the  opposite  strand  (Hashimoto,  Horton  et  al.  2009, 
Hashimoto, Vertino et al. 2010). This model is quite tempting since hemimethylated CpG 
is the substrate of DNMT1, but it is unlikely that DNMT1 catalytic domain and UHRF1 SRA 
domain  are  able  to  bind  simultaneously  to  the  same  site  due  to  the  steric  clashes 
between  these  two  proteins  (Arita,  Ariyoshi  et  al.  2008,  Song,  Teplova  et  al.  2012). 






might  first  bind  to  hemimethylated  sites which  are  then  bound  by DNMT1,  after  that 
UHRF1  is  displaced  and  DNA  methylation  occurs  (Hashimoto,  Vertino  et  al.  2010). 
Consistent with previous publications, we also showed that the SRA domain mediates the 
association  with  DNMT1  and  pointed  out  that  the  interaction  between  DNMT1  and 




The physical  interaction between DNMT1  and UHRF1  is essential but not  sufficient  for 
maintenance  of  DNA  methylation,  suggesting  that  there  might  be  an  intermediate 













DNMT1  directly,  they  are  indispensable  for  targeting  DNMT1  for  maintenance  DNA 
methylation. 
Considering  that  the  RING  domain  of  UHRF1  has  been  reported  to  preferentially 
ubiquitinate histone H3 and DNMT1 (Citterio, Papait et al. 2004, Karagianni, Amazit et al. 






H3  is  the  substrate  of  UHRF1  in  core  histones.  In  addition,  we  further  mapped  the 
ubiquitination  sites  of  histone  H3  by  UHRF1  with mass  spectrometry  and mutational 
analyses. Our data demonstrated  that UHRF1 ubiquitinates histone H3 both on  the K18 
and K23  sites which  is  in consistence with a  recent  report  showing  that K23  residue of 
histone  H3  is  an  ubiquitination  target  site  of  UHRF1  in  Xenopus  eggs  (Nishiyama, 
Yamaguchi  et  al.  2013).  Besides  K23, we  showed  that  K18  is  the major  ubiquitination 
target  in mammalian  cells. Considering  that histone H3  is highly  conserved  throughout 
evolution, these different mapping results might result from the different materials used 
in the experiments. Ubiquitinated histone H3 was proposed to provide a docking site for 
DNMT1  binding  and  thereby maintain  DNA methylation  (Nishiyama,  Yamaguchi  et  al. 
2013). Remarkably, we found, to our knowledge for the first time, that DNMT1 contains a 
ubiquitin  interacting motif  (UIM)  in  the N‐terminal part of  the  TS domain.  This UIM  is 
responsible for recruitment of DNMT1 to chromatin as UIM mutants showed a defect  in 
the  association with  ubiquitinated  histone  H3  and  H2A.  Also UIM mutants  of  DNMT1 
were  unable  to  restore  DNA  methylation  pattern  in  dnmt1‐/‐  ESCs.  Although  the 
ubiquitination  of H2A  is  one  of  the most  abundant modifications  in  core  histones,  its 
functions  in  recruitment  of  DNMT1  to  chromatin  are  still  unknown.  An  interesting 
question  to  be  answered  is whether  other  essential  factors  are  involved  in  targeting 
DNMT1  to  chromatin  in  addition  to  UHRF1.  We  proposed  that  UHRF1  mediates 
ubiquitination of H3 at K18 and K23 residues providing the binding sites  for the UIM of 
DNMT1, which is essential for propagation of DNA methylation after replication.  
The  PHD  domain  is  one  of  the  elements  in  UHRF1  for  recruiting  DNMT1  to  its  DNA 
substrates because of  its binding affinity  for unmethylated H3R2.  Interestingly, we also 
observed that the ubiquitination  level of histone H3 could not be rebuilt  in uhrf1‐/‐ ESCs 
stably expressing UHRF1 PHD mutant (data not shown; manuscript sumitted). This finding 
suggests  that  the  PHD  domain mediated  chromatin  association  of  UHRF1 might  be  a 
prerequisite  for  ubiquitination  of  histone  H3.  Thus,  all  functional  domains  in  UHRF1 
contribute  to  recruit DNMT1  to  its  substrates  via either direct binding  to  chromatin or 







an  indirect  mechanism  of  DNMT1  targeting  by  UHRF1.  In  addition  to  SRA  domain 
mediated recognition of hemimethylated DNA by UHRF1, TTD and PHD mediated histone 
binding serves as the first step  in both mechanisms to ensure the proper recruitment of 











as an antagonist of UHRF1,  thus dynamically  regulating  the association of DNMT1 with 






revealed  that  the  TS  domain  likely  acts  as  an  autoinhibitory  region  for  DNMT1 
methyltransferase  activity  (Fig.  31A,  31B  and  31C).  Thus  UIM‐mediated  binding  to 
ubiquitinated H3  or Ubl  domains might  release  the  TS  domain  from  the DNA  binding 
pocket and thereby contribute to the activation of its methyltransferase activity. All these 






as  DNMT1  and  dynamically  regulate  the  stability  and  association  of  DNMT1  with 
chromatin (Fig. 31A).  
In  addition  to  ubiquitination,  K18  and  K23  residues  on  histone  H3  were  previously 
reported  to be mostly modified by acetylation  (Kurdistani, Tavazoie et al. 2004, Wang, 
Zang  et  al.  2008).  Lysine  acetylation  is  generally  associated  with  gene  activation  by 
weakening  electrostatic  interactions  between  histone  tails  and  DNA,  thus  providing  a 
more open chromatin structure. H3K18ac has been reported mainly locating in the region 
surrounding transcription start sites and positively correlates with gene expression (Wang, 




two  signaling  pathways.  For  example,  treatment with HDAC  inhibitors  not  only  causes 
accumulation  of  acetylated  histones,  but  also  induces  global  and  gene‐specific  DNA 
demethylation  (Ou,  Torrisani  et  al.  2007), which  occurs  even when DNA  replication  is 
blocked. More importantly, DNMT1 was also reported to be decreased both at mRNA and 
protein  level after HDAC  inhibitors  treatment,  suggesting  that acetylation has different 
profound effects on maintenance DNA methylation  (Arzenani, Zade et al. 2011). Taken 
together,  UHRF1‐mediated  histone  ubiquitination  might  work  together  with  histone 
acetylation to regulate chromatin structure and thereby affect gene expression. It would 







Figure 31. Potential  regulatory  factors  in targeting DNMT  to DNA substrates.  (A) Histone acetylation on 
K18 and K23 residues and USP7‐mediated deubiquitination might work together with UHRF1 to modulate 
the  ubiquitination  status  of  histone  H3  and  thereby  dynamically  regulate  association  of  DNMT1  with 
chromatin. In addition, the binding to ubiquitinated H3 might lead to conformational change of TS domain 
and  release  the  inhibitory  effect  on methyltransferase  activity  of DNMT1.  (B)  Cartoon model  of mouse 
DNMT1  (amino  acids  291‐1620).  The  TS  domain  (magenta)  plugs  into  the  DNA  binding  pocket  of  the 














wider  binding  pocket  of  the  SRA  domain  which  shows  optimal  binding  for  fully 
hydroxymethylated  DNA  (Zhou,  Xiong  et  al.  2014),  thus  providing  a  mechanistic 




targeting. We  here  showed  that  RING  domain mediated  histone  H3  ubiquitination  is 
indispensable for recruitment of DNMT1 to appropriate genomic loci. Although the RING 
domain in UHRF family is highly similar, it is possible that E3 ligase activity on H3 might be 
also  limited  to UHRF1, which would be another explanation  for  the  failure of UHRF2  to 
target DNMT1  to  replication  foci. The  comparison of ubiquitin  targets between UHRF1 
and UHRF2 should shed new light on the distinct functions of UHRF2 in epigenetics. 
Recently, UHRF2 was reported as a specific reader of 5hmC (Spruijt, Gnerlich et al. 2013, 
Zhou,  Xiong  et  al.  2014),  providing  new  insights  into  its  biological  functions  in  DNA 
demethylation.  The  direct  binding  of  UHRF2  to  5hmC  might  protect  it  from  further 
oxidization by TET enzymes (Fig. 32A). Compared with the 5hmC  level, 5fC and 5caC are 
present  in mammalian cells at much  lower  levels, only 20 5fC and 3 5caC are  found  in 
every 106 cytosines  (He, Li et al. 2011,  Ito, Shen et al. 2011, Pfaffeneder, Hackner et al. 












removed by TDG, and  finally  restore cytosine by BER.  (B) SRA domain mediated UHRF2 binding  to 5hmC 
might  target  TETs  to  oxidize  adjacent  5mC,  or  TTD  and  PHD mediated  H3K9me3  binding might  work 
together with  the  SRA  domain  to  recruit  TETs  to  oxidize  specific  regions  of  chromatin.  5hmC  strongly 
inhibits the binding of MBD1/2, DNMT1, UHRF1, HDACs and H3K9MT to chromatin, therefore is thought to 
activate  gene  expression.  (C)  UHRF2  harbors  a  RING  domain which might  ubiquitinate  TETs  leading  to 
degradation  (polyubiquitination)  or  further  regulating  their  cellular  location  or  enzymatic  activity 
(monoubiquitination).  
 
Since UHRF2  tightly associates with  chromatin  via  its multiple domains,  it might  target 
TET proteins to chromatin to regulate gene expression (Fig. 32B). In support of this idea, it 
was shown that overexpression of UHRF2 together with TET1 catalytic domain  increases 
the  levels of 5hmC, 5fC and 5caC  (Spruijt, Gnerlich et al. 2013),  suggesting  that UHRF2 





regions  to  oxidize  5mC, which will  block  the  binding  of UHRF1, DNMT1, HDACs, H3K9 
















To  verify  these  hypotheses,  localization  of  UHRF2,  TETs,  TDG  and  different  oxidized 
cytosine  derivatives  could  be  studied  during  the  cell  cycle  to  have  first  hints whether 
these  proteins  interact  with  each  other  or  not,  then  global‐  and  site‐specific  5hmC 
changes  in  UHRF2  depleted  cells  could  be  investigated  to  determine whether  UHRF2 
negatively or positively affects enzymatic TET activity. Besides, ChIP assay is also needed 








In addition to  its role  in controlling the maintenance of DNA methylation, UHRF1  is also 
involved  in  the  control of  large‐scale  reorganization and aggregation of  chromocenters 
(Papait,  Pistore  et  al.  2007,  Papait,  Pistore  et  al.  2008).  Depletion  of  UHRF1  led  to  a 
reduced  number  and  increased  size  of  chromocenters, whereas  ectopic  expression  of 
UHRF1  led  to  decondensation  of  chromocenters  (Papait,  Pistore  et  al.  2008),  which 
suggests that UHRF1 contributes to dynamic changes of chromatin. To gain  insights  into 
the  E3  ligase  activity  of  UHRF1  in  chromatin  organization,  we  established  a  novel 
approach  to detect ubiquitination  in  vitro  and  in  living  cells. Applying  this method, we 
successfully identified UHRF1‐dependent targets related to different regulatory pathways.  
4.4.1 A novel approach to detect ubiquitination in vitro and in living cells 
Ubiquitination  is  a  key  posttranslational modification  of  protein, which  is  essential  for 
regulation  of  protein  homeostasis  and  plays  a  central  role  in  numerous  processes  like 
DNA  damage  repair,  signal  transduction  pathways  and  innate  immune  responses 
(Haglund  and  Dikic  2005,  Ravid  and  Hochstrasser  2008,  Bianchi  and Meier  2009).  To 
better understand the biological significance of ubiquitin chains, it is essential to develop 
novel approach to detect the polymeric ubiquitin signal in vitro as well as in endogenous 
settings.  Immunoprecipitation  of  target  proteins  followed  by  anti‐ubiquitin 
immunoblotting  are normally used  (Peng,  Schwartz et  al. 2003, Choo  and  Zhang 2009, 
Udeshi, Mertins et al. 2013), and specific antibodies against target protein are needed in 
most  of  reported methods. We  developed  a  novel  approach  to  detect  ubiquitination 
which circumvents the requirement of specific antibodies against proteins of interest. We 
fused  two ubiquitin  association domains  (Uba) with GFP  (GFP‐2Uba)  for detection  and 
precipitation  of  ubiquitinated  proteins  with  a  nanobody  based  GFP‐Trap,  and  the 
following detection could be done with anti‐ubiquitin  immunoblotting. This approach  is 
highly efficient for precipitation of ubiquitinated proteins from crude cell extracts. Thus, 






Though  techniques  for  detection  of  ubiquitinated  protein  have  been  relatively  well 
developed,  visualizing  endogenous  ubiquitination  events  in  cells  remains  problematic. 
Recent  technical  advances  in  Uba  based  biosensor,  linkage‐specific  polyubiquitin  and 
ubiquitination‐induced  fluorescence  complementation  (UiFC)  assay  are  able  to monitor 
different types of ubiquitin chain in living cells (Sims, Scavone et al. 2012, van Wijk, Fiskin 
et  al.  2012,  Chen,  Zhong  et  al.  2013),  however,  these  methods  focused  on  the 
ubiquitination at the whole cell level rather than specific ubiquitination of target protein. 
In  our  study,  based  on  F3H  assay  (Herce,  Deng  et  al.  2013),  our  approach  is  able  to 
visualize specific ubiquitinated protein in cells. GFP fusion proteins are anchored at a lac 
operator  (lacO)  array  inserted  in  the  genome  and  visible  as  a  spot  of  enriched  green 
fluorescence  in  the nucleus. Cherry  tagged 2xUba  fusion protein will accumulate at  the 
lacO  spot  if  the  immobilized  GFP  fusion  proteins  are  ubiquitinated  (Dr. Weihua  Qin, 
personal  communication). With  combination, we  broaden  the  application  of  F3H  from 




With  this  novel  approach,  heterochromatin  protein  CBX1  and  CBX3 were  identified  as 
UHRF1 ubiquitination targets, suggesting a role of UHRF1  in the regulation of chromatin 
structure as HP1 plays important roles in heterochromatin formation. 
In mammals,  there  are  three  homologues  of HP1,  termed HP1α, HP1β  and HP1γ,  also 
known as CBX5, CBX1 and CBX3, respectively. Despite the high similarities  in amino acid 
sequence  and  structural  organization,  HP1  homologues  also  display  differences  with 
respect to heterochromatin formation as well as gene regulation (Nielsen, Sanchez et al. 
2002, Black, Allen et al. 2010, Black, Manning et al. 2013, Ryu, Lee et al. 2014). Several 









targeting  of  CBX5  to  pericentric  heterochromatin  (Maison,  Bailly  et  al.  2011, Maison, 
Romeo et al. 2012). Our  results  show  that  in  contrast  to CBX3 and CBX5, only CBX1  is 
strongly  ubiquitinated  by  UHRF1  in  vitro  and  in  vivo,  raising  the  possibility  that 
ubiquitination by UHRF1 may endow CBX1 distinct functions. Different from the functions 
of ubiquitination  in signaling pathways, the ubiquitination of CBX1 by UHRF1 controls  its 







phase  (Ma,  Chen  et  al.  2012),  accordingly  CBX1  level  also  decreased  in  S  phase  (Dr. 
Weihua Qin, personal communication), suggesting  that CBX1 might be subjected  to cell 
cycle dependent ubiquitination regulation by UHRF1. Studies on composition changes of 
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